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Il est connu qu’une exposition prénatale à l’alcool (EPA) peut entrainer des 
dérégulations épigénétiques dans les cellules du cerveau en développement et être responsable 
de certains phénotypes du Trouble du Spectre de l’Alcoolémie Fœtale (TSAF) comme les 
troubles neurodéveloppementaux (TND). Les conséquences d’une EPA très tôt dans le 
développement sur le paysage épigénétique embryonnaire et extra-embryonnaire sont toutefois 
peu connues. Notre hypothèse est qu’une EPA durant la période préimplantatoire va initier des 
dérèglements des profils de méthylation d’ADN qui seront amplifiés et perpétués au cours du 
développement. Ces dérèglements seront visibles dans le cerveau et le placenta des embryons 
plus tard dans la gestation. Nous avons développé un modèle murin d’EPA en injectant avec de 
l’éthanol (EtOH) ou de la saline (Ctrl) des femelles souris gestantes au jour embryonnaire 2.5 
(E2.5) soit au stade 8-cellules. Des embryons et placentas furent récoltés aux jours E10.5 et 
E18.5. Un système d’évaluation morphologique a permis de montrer une augmentation 
significative des anomalies visibles des embryons EtOH. Les profils de méthylation d’ADN ont 
par la suite été établis par Reduced Representation Bisulfite Sequencing sur 8 échantillons 
contrôles et 12 échantillons EtOH de cerveaux antérieurs et de placentas au stade E10.5. Des 
analyses bio-informatiques ont démontré 686 et 2942 régions différentiellement méthylées 
(DMTs) respectivement dans le cerveau antérieur et le placenta. Nous avons aussi trouvé 21 
DMTs communément affectés dans chacun des tissus. Étonnamment, nous avons aussi observé 
des différences spécifiques aux sexes dans la dérégulation de profils de méthylation en réponse 
à l’EPA. Notre étude montre, pour la première fois, qu’une EPA très tôt dans le développement 
embryonnaire entraine des dérégulations de la méthylation d’ADN perceptibles plus tard dans 
le développement. Ces résultats nous en apprennent davantage sur comment les perturbations 
épigénétiques peuvent altérer le fonctionnement normal du cerveau et mener à des TNDs chez 
les enfants atteints du TSAF. 
Mots-clés : Épigénétique, méthylation d’ADN, Trouble du Spectre de l’Alcoolémie Fœtale, 
exposition prénatale à l’alcool, troubles neurodéveloppementaux, développement 





Prenatal alcohol exposure (PAE) is known to altered epigenetic profiles in cells during 
brain development and be part of the molecular basis underpinning Fetal Alcohol Spectrum 
Disorders (FASD) etiology. However, the consequences of a PAE during very early embryonic 
life on the future epigenetic landscape of embryonic and extraembryonic tissues remain 
unknown. Our research hypothesis is that a PAE during preimplantation will initiate DNA 
methylation dysregulation that will later be observable in the developing conceptus. We believe 
that these original epigenetic alterations will be perpetuated and amplified in the developing 
brain as well as in the placental tissue. To test this, we instigated FASD in mouse 8-cell embryos 
by injecting ethanol at 2.5 days of pregnancy (E2.5).  We collected FASD (ethanol) and control 
(saline) E10.5 and E18.5 embryos and placentas. Dissection scoring showed an increase in 
morphological abnormalities in EtOH embryos of both stages. We then established genome-
wide quantitative DNA methylation profiles of forebrains and placentas of E10.5 embryos by 
Reduced Representation Bisulfite Sequencing. Bioinformatic analyses of FASD samples (n=12) 
vs controls samples (n=8) revealed 686 and 2942 differentially methylated tiles (DMTs) in 
forebrain and placenta samples respectively. Unexpectedly, we highlighted sex-specific DNA 
methylation perturbations and gene expression pattern in response to ethanol exposure. 
Interestingly, we also uncovered 21 specific regions abnormally methylated in both FASD 
forebrain and placenta samples. Our study establishes for the first time that early embryonic 
PAE can cause epigenetic dysregulations that leads to permanent alteration in the future 
epigenetic program of brain and placenta cells and that some of these dysregulations are sex-
specific. Altogether, our results allow us to have a better understanding of how epigenetic 
perturbations can alter the normal function of the brain and lead to neurodevelopmental 
disorders present in children with FASD. 
 
Keywords : Epigenetic, DNA methylation, Fetal Alcohol Spectrum Disorder, prenatal alcohol 
exposure, neurodevelopmental disorders, embryonic development, brain, placenta, epigenetic 
reprogramming, maternal environment. 
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Le développement embryonnaire est constitué d’une série de mécanismes et d’étapes 
adroitement régulés afin que l’embryon soit mené à terme sans anomalie. Entre le moment de 
la fertilisation et celui de l’accouchement, une perturbation dans ces processus 
développementaux peut avoir des conséquences très graves sur l’enfant à naître. La gestation, 
particulièrement la période préimplantatoire, constitue une phase extrêmement dynamique où 
les modifications épigénétiques sont sujettes à de grands changements nécessaires pour la bonne 
mise en place du programme épigénétique embryonnaire et pour le développement du jeune 
embryon. C’est une période extrêmement sensible aux influences externes provenant de 
l’environnement maternel. 
Alors qu’il a longtemps été pensé que les facteurs externes ne pouvaient influencer le 
devenir de la progéniture pendant la préimplantation, il devient de plus en plus évident que 
l’environnement maternel peut avoir un impact de façon négative sur l’embryon bien avant qu’il 
soit relié au système maternel par le placenta. Plusieurs perturbateurs environnementaux comme 
les bisphénols A (BPA), les produits chimiques, une mauvaise nutrition et la prise de drogue ou 
d’alcool sont connus pour affecter les modifications épigénétiques (1-4). Bien que plusieurs 
études montrent que certains processus et modifications épigénétiques peuvent être perturbés 
lors d’une exposition prénatale à l’alcool, les mécanismes impliqués demeurent toutefois peu 
connus. Nous savons qu’une exposition à l’alcool pendant la grossesse peut entrainer des 
conséquences très graves chez l’enfant. Cependant, les conséquences d’une exposition à l’alcool 









L’expression génique est un processus finement régulé et qui se doit d’être très 
dynamique au cours du développement. Les modifications épigénétiques sont les mécanismes 
majeurs de régulation de l’expression génique dans les cellules. Celles-ci sont des modifications 
chimiques apportées sur le génome qui, ultimement, activent ou répriment l’expression d’un 
gène (5). Ces modifications comprennent la méthylation de l’ADN, les modifications d’histone 
(e.g., méthylation, acétylation), les ARNs non-codants et les micro-ARNs (Figure 1). Chez les 
mammifères, même si certaines divergences existent, les patrons de ces modifications sont 
hautement conservés à travers les espèces (6). Pour ces raisons, il est possible de comprendre la 
mise en place du programme épigénétique embryonnaire chez l’humain grâce aux études et 
modèles murins in vivo, en plus des nombreuses études cellulaires. 
Contrairement à une mutation qui affecte directement la séquence génomique, les 
modifications épigénétiques affectent plutôt la structure de l’ADN et l’accessibilité de celui-ci 
sans affecter la séquence (5). La présence de ces modifications permet, entre autres, de réguler 
le niveau de compaction de la chromatine et donc l’accès aux gènes pour leur transcription. 
Étant donné que certains gènes doivent être transcrits ou réprimés à des périodes spécifiques au 
cours du développement, ces modifications sont donc dynamiques et, surtout, leur répartition 
est propre à chaque tissu (5). 
Ce rôle de régulation de la transcription est très important au cours de la vie, surtout, au 
cours du développement embryonnaire, alors que de nombreux mécanismes moléculaires sont 
activés. Étant donné le rôle crucial de ces modifications pour l’établissement des diverses 
lignées cellulaires et le développement normal, celles-ci doivent être finement établies et un 
dérèglement à leur bonne mise en place peut avoir des conséquences critiques sur l’embryon ou 




Figure 1. Organisation de l’ADN chromosomique et principales modifications 
épigénétiques : les modifications d’histones (en bleu), la méthylation de l’ADN (en 
rouge), les longs ARNs non-codants et les micro-ARNs (en vert). Adapté de Zaidi et al., 
2010 (7). 
 
1.1.1 La méthylation de l’ADN 
 
La méthylation de l’ADN est au premier plan lorsqu’on parle de régulation de 
l’expression des gènes. Chez les mammifères, la méthylation constitue en l’ajout d’un groupe 
méthyle sur le carbone en position 5’ d’une cytosine d’un dinucléotide cytosine-guanine (CpG) 
(5, 8). Cette modification covalente est très stable, mais peut être réversible dans certaines 
conditions (5). Il est aussi important de noter que bien que les niveaux de méthylation soient 
variables d’une cellule à l’autre selon sa fonction, la méthylation de l’ADN est une modification 
héritée, c’est-à-dire qu’elle est transmise aux cellules filles pendant le processus de division 
cellulaire (5). Le génome humain est constitué d’environ 30 millions de CpGs pour un niveau 
de méthylation d’environ 60 à 80% dans les cellules somatiques (9). 
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Les dinucléotides CpG sont les cibles principales des enzymes responsables de la 
méthylation de l’ADN, les ADN méthyltransférases, communément appelés les DNMTs (10-
12). Quelques études démontrent que la méthylation est aussi possible sur des cytosines autres 
que les CpGs (13). Cependant, les niveaux de ces modifications sont très faibles et leurs 
fonctions sont encore peu connues. Ainsi, pour plus de concision et puisque la méthylation des 
CpGs est la principale et la plus importante modification de l’ADN, nous nous concentrerons 
sur celle-ci.   
 
1.1.1.1 Rôle de la méthylation 
 
La méthylation de l’ADN est surtout associée à une structure de chromatine fermée 
(hétérochromatine) et donc principalement à la répression génique. De façon générale, on dit 
que lorsque les cytosines d’un promoteur riche en CpGs sont méthylées, la transcription est 
réprimée puisque l’ajout du groupement méthyle bloque le recrutement de divers activateurs de 
la transcription (5, 14). L’absence de méthylation d’ADN aux promoteurs riches en CpGs est 
donc, au contraire, associée à un état de chromatine ouverte (euchromatine) et ainsi à un état 
permettant l’expression génique (15, 16). La méthylation d’ADN ailleurs qu’au promoteur, 
comme aux régions du corps du gène (gene body ; e.g., exon, intron), a des fonctions moins bien 
définies au niveau de la transcription. De façon traditionnelle, il était dit que la présence de 
méthylation, peu importe la localisation dans le génome, était strictement associée à la 
répression génique. Cependant, de nouvelles études tendent désormais à démontrer que la 
méthylation dans certains contextes et localisations, par exemple au niveau du corps du gène, 
peut être associée à une transcription génique active (17-19). 
Outre son rôle général associé avec la répression génique, la méthylation de l’ADN a 
aussi quelques fonctions beaucoup plus spécifiques. Elle est, entre autres, responsable du 
silençage des rétrotransposons et, chez les femelles, de l’inactivation du chromosome X (5). Les 
rétrotransposons sont situés dans des régions intergéniques du génome qui sont particulièrement 
importantes pour la stabilité du génome et le silençage des gènes avoisinants. Une sous-famille 
de rétrotransposons, les Long Terminal Repeats (LTR), constitue aussi un type d’éléments 
 
17 
répétés qui, avec les Long Interspersed Nuclear Elements (LINE) et les Short Interspersed 
Nuclear Elements (SINE), composent 50 à 70% du génome (20, 21). Le maintien de l’état passif 
des rétrotransposons est crucial pour la stabilité des chromosomes en régulant la ségrégation 
chromosomique et prévenant la transposition ou la recombinaison pendant la ségrégation (22). 
D’importantes anomalies chromosomiques peuvent donc résulter d’une perturbation des 
rétrotransposons ou de régions répétées.  
Pendant le développement embryonnaire, la méthylation de l’ADN a aussi des fonctions 
critiques dans l’embryogenèse, la différenciation des cellules souches et la régulation du 
développement neuronal (23, 24). Certains endroits du génome sont particulièrement riches en 
dinucléotides CpG. Ces régions, surtout situées dans ou très près des promoteurs des gènes, sont 
appelées les ilots CpG (ICG) et agissent comme des régions régulatrices. Les ICG sont des 
séquences de longueur variant généralement entre 200 et 3000 paires de base et dont le contenu 
en nucléotide guanine et cytosine est supérieur à 50% (25). Les ICG associés aux gènes 
fortement transcrits sont généralement très peu ou non-méthylés (26, 27). Cependant, les ICG 
de plusieurs gènes développementaux clés, comme ceux de la famille Hox, sont fortement 
méthylés lorsqu’ils deviennent non nécessaires pendant la période péri-implantatoire (28). Les 
régions éloignées de ces ilots, dites open sea, sont généralement pauvres en CpG. 
De plus, la régulation des gènes à empreinte (imprinting genes) pendant le 
développement se fait aussi via la méthylation. Les gènes à empreinte sont des gènes exprimés 
de façon monoallélique, donc seulement par un allèle, dépendante de l’origine parentale. À ce 
jour, plus de 100 gènes à empreinte chez la souris et plus de 70 chez l’humain ont été identifiés 
(29-31). La méthylation sur ces gènes est installée dans les gamètes par DNMT3a et DNMT3b, 
puis maintenue par l’action de DNTM1 après la fertilisation (8, 32, 33), comme il sera discuté 
à la section 1.2.3. Plusieurs maladies graves, telles que Prader-Willi ou Angelman, peuvent être 
associées à un défaut de l’empreinte. Ces maladies se caractérisent, entre autres, par des 





1.1.1.2 Les enzymes derrière la méthylation de l’ADN 
 
La méthylation est apposée sur le génome par les enzymes ADN méthyltransférases 
(DNMT). Les mammifères possèdent cinq enzymes DNMT divisées en trois classes : DNMT1, 
DNMT2, DNMT3a, DNMT3b et DNMT3L (5, 8). L’ensemble des enzymes DNMT est 
essentiel à la vie et leur absence mène inévitablement à la mort embryonnaire ou néonatale. 
Les enzymes DNMT3a et DNMT3b sont responsables de la méthylation de novo (35, 
36). Les DNMT3 ciblent des CpGs qui étaient précédemment non méthylées afin d’y apposer 
de nouvelles marques de méthylation. Elles sont ainsi responsables de la méthylation du génome 
embryonnaire ainsi que des gamètes lors de la maturation (section 1.2 ; Figure 5). Puisque 
plusieurs gènes développementaux doivent absolument être réprimés après certains stades du 
développement, le rôle de ces deux enzymes est donc crucial pour le développement. L’enzyme 
DNMT3L, pour DNMT3-like, ne possède aucune activité catalytique. Il agit cependant comme 
cofacteur et stimulateur pour les DNMT3a et DNMT3b et joue un rôle de régulateur de 
l’établissement de l’empreinte génomique (37). Une troisième enzyme de méthylation de novo 
a aussi été découverte très récemment, DNMT3c, qui serait essentielle à la fertilité chez la souris 
en méthylant les promoteurs de certains rétrotransposons dans les cellules germinales mâles 
(38). 
Les embryons déficients en DNMT3a se développent jusqu’à terme. Cependant, ils 
meurent très tôt après la naissance. Ceux déficients en DNMT3b meurent environ à mi-
gestation. Une absence de DNMT3L résulte, quant à elle, à des souriceaux infertiles (36). Une 
perte transitoire de DNMT3a et DNMT3b dans un modèle de cellules souches embryonnaires 
implique de profonds changements dans le paysage épigénétique cellulaire, mais les cellules 
restent tout de même viables (39).  
DNMT1 est responsable de catalyser la méthylation sur le nouveau brin d’ADN après sa 
synthèse (35, 40). Elle reconnaît donc l’ADN hémiméthylé, c’est-à-dire un brin qui est méthylé 
(le brin parent) et un brin qui ne l’est pas (le brin fille). C’est grâce à cette fonction que la 
méthylation est maintenue après la réplication et donc que la modification est conservée chez 
les cellules filles. Ainsi, on dit que la méthylation est une modification héritée. Comme 
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mentionné précédemment, DNMT1 sert aussi à maintenir la méthylation sur certains gènes 
cruciaux, dont les gènes à empreinte, pendant le remodelage épigénétique (8, 32, 33) (voir 
section 1.2).  
L’absence complète de DNMT1 provoque une létalité embryonnaire au cours du premier 
trimestre (41, 42). Une perte transitoire de DNMT1 pendant la préimplantation dans un modèle 
de cellules souches embryonnaires produira des modifications importantes au niveau des gènes 
à empreinte et de certains autres gènes qui réagissent comme ces derniers à la perte de 
maintenance de la méthylation (32). Au niveau murin, aucun modèle viable de perte transitoire 
de DNMT1 n’est encore publié. 
DNMT2 méthyle plutôt les résidus provenant des ARNs de transfert (43). Bien que très 
conservé à travers plusieurs espèces, dont l’humain, la souris, la drosophile et le ver, son rôle 
reste encore peu connu. Une étude récente a cependant montré qu’une absence de DNMT2 
provoque une hypertrophie cardiaque chez la souris puisque cette enzyme semble limiter la 
croissance cardiaque en régulant la phosphorylation de l’ARN polymérase II (44). Une autre 
étude sur la souris a aussi montré que l’absence de DNMT2 provoque, entre autres, une 
réduction des télomères, une augmentation de l’apoptose, une augmentation de l’activité des 
DNMTs 1, 3a et 3b et donc une hyperméthylation globale de l’ADN et l’ARN (45). 
Au contraire des DNMTs, les enzymes Ten Eleven Translocation (TET) sont 
responsables d’enlever la méthylation sur le génome en oxydant les 5-méthylcytosines (5mC) 
en 5-hydroxyméthylcytosine (5hmC) (Figure 2) (46, 47). Le rôle de la 5hmC est encore très peu 
connu. Cependant, de récentes études tendent à montrer un rôle pour la 5hmC dans certaines 
dérégulations et pathologies cérébrales et neurologiques (48, 49). Les vertébrés possèdent trois 
enzymes TET, soit TET1, TET2 et TET3 (50). TET 1 et 2 sont principalement impliquées dans 
la maintenance de la pluripotence dans les cellules souches (50) alors que TET3, seule forme de 
ces enzymes présentes pendant la préimplantation, est responsable de la déméthylation active 




Figure 2. Méthylation des cytosines de l’ADN par les enzymes Dnmt et 
déméthylation des 5-méthylcytosines en 5-hydroxyméthylcytosine par les enzymes 
Tet. Adapté de Lercher, 2014 (51). 
 
1.1.2 Les modifications d’histones  
 
Les modifications des histones constituent une autre forme de régulation épigénétique. 
Ces modifications (e.g., méthylation, acétylation, phosphorylation) (Figure 3) sont apposées sur 
les extrémités N-terminale dépassant hors du nucléosome d’ADN, aussi appelées les queues des 
histones. Les modifications sont principalement ajoutées sur un acide aminé lysine, arginine ou 
sérine spécifique de l’histone. L’addition de ces groupements post-traductionnels régulera le 
niveau de compaction de l’ADN sur l’octamère d’histones et donc l’accessibilité aux 
promoteurs pour les facteurs transcriptionnelles (52, 53). Diverses enzymes sont responsables 
d’apposer ou d’enlever une ou quelques marques spécifiques sur un acide aminé précis d’une 
queue d’histone précise. Contrairement à la méthylation de l’ADN qui est généralement associée 
à la répression génique, les modifications d’histones peuvent avoir des effets d’activation ou de 
répression, selon la marque apposée et le résidu modifié. Par exemple, l’ajout de méthylation 
sur la lysine 27 de l’histone 3 (H3K27me3) est associé à la répression génique. Au contraire, 
l’ajout de méthylation sur la lysine 4 de l’histone 3 (H3K4) est généralement associé aux 
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promoteurs de gènes activement transcrits, tout comme l’acétylation de la lysine 27 de l’histone 
3 (H3K27ac). Des expériences récentes dans un modèle de cellules souches embryonnaires de 
souris montrent toutefois qu’il est possible d’observer une activité transcriptionnelle avant 
même l’apposition de ces marques activatrices sur le génome (54). L’ajout et le retrait des 
modifications d’histones sont extrêmement dynamiques et dépendants du contexte cellulaire ce 
qui, tout comme pour la méthylation d’ADN, rend l’étude et la compréhension précise du rôle 
de ces marques plus complexe que ce qui était d’abord décrit (révisé dans (55)).  
 
Figure 3. Principales modifications des queues d’histones. Adapté de Abcam.com 
 
1.1.3 Les micro-ARNs 
 
Les micro-ARNs (miARNs) sont de petits ARNs non codants (de 21 à 24 paires de base) 
qui sont impliqués dans la régulation post-traductionnelle de l’expression génique (56-58). Ils 
existent quelques centaines de micro-ARNs, certains avec une fonction précise dans un tissu en 
particulier ou un contexte cellulaire quelconque. Bien qu’un grand nombre de ces petits ARNs 
aient été identifiés, beaucoup d’entre eux ont encore une fonction inconnue. 
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Pendant le développement embryonnaire, les micro-ARNs d’origine maternelle sont 
nécessaires en contrôlant l’expression des gènes et l’abondance des ARNs messagers (59). Des 
études ont montré que l’absence complète des micro-ARNs pendant cette période entraine la 
létalité embryonnaire (59, 60). La perte de certains miARNs précis est aussi connue pour causer 
des défauts de développement importants (60). Au courant des dernières années, de nombreuses 
études ont permis d’identifier le rôle précis de certains miARNs. Par exemple, il a été démontré 
que le regroupement miR-290-295 joue un rôle crucial dans le développement embryonnaire en 
régulant la pluripotence, le renouvellement et la reprogrammation cellulaire (61) (Figure 4). Une 
autre étude a aussi démontré que le micro-ARN miR-219 favorise la différenciation de cellules 
souches embryonnaires en cellules neurales (62). Plusieurs autres miARNs sont aussi connus 
pour jouer des rôles cruciaux dans le développement du cerveau, particulièrement au niveau du 
développement neural (63, 64) et des dérégulations de ces miARNs peuvent entrainer divers 
troubles neurodéveloppementaux (TND) comme le trouble du spectre de l’autisme (TSA) (65, 
66). Il a aussi été avancé que les micro-ARNs seraient très importants lors de l’acquisition de 
l’indépendance du génome du jeune embryon en facilitant la transition entre les ARNs 
messagers maternels et ceux de l’embryon pendant la préimplantation (67-69). Après 
l’implantation, ils participent aussi à la spécification des trophoblastes (70). Bien que de grandes 
avancées aient été accomplies depuis les dernières années, les micro-ARNs sont des marques 





Figure 4. Quantité relative de micro-ARNs pendant le développement. La quantité 
globale de micro-ARNs augmente pendant toute la période préimplantatoire jusqu’à 
l’implantation ou plusieurs micro-ARNs non spécifiques sont exprimés de façon 
constante. Certains micro-ARNs, tels miR-698, miR-296, miR-194-3 et miR290 sont par 
contre exprimés seulement à certains stades spécifiques de la préimplantation. Adapté de 
Legault et al., 2017 (71). 
 
1.2 La période préimplantatoire et le remodelage épigénétique 
 
La période préimplantatoire, soit la période entre la fertilisation de l’ovocyte par le 
spermatozoïde et l’implantation de l’embryon dans l’utérus, est un stade très important du 
remodelage épigénétique. Durant ces sept jours chez l’humain et ces quatre jours chez la souris, 
l’embryon voyage dans les trompes de Fallope vers l’utérus et l’environnement embryonnaire 
subit une multitude de changements, entre autres, au niveau des nutriments, du pH et des facteurs 





1.2.1 Développement embryonnaire préimplantatoire 
 
Dès la fertilisation, le zygote, ou embryon 1-cellule, subit des divisions rapides et 
synchronisées qui permettent une croissance rapide du nombre de cellules. Chaque blastomère 
ou cellule embryonnaire et ses constituants sont individuellement répliqués à l’intérieur de la 
zona pellucida (i.e. zone pellucide), qui constitue une barrière protectrice pour l’embryon. Au 
stade 8-cellules, les blastomères deviennent polarisés par des interactions cellule-cellule très 
spécifiques (75-78). Le stade 8-cellules constitue aussi le début de la compaction des cellules 
qui progresse au cours des divisions subséquentes jusqu’à ce que les liens entre les cellules 
deviennent très peu détectables (75-78). Au cours de la période préimplantatoire, des divisions 
asymétriques mènent aussi à la formation de deux lignées cellulaires distinctes : la masse de 
cellules internes (inner cell mass, ICM) qui servira au développement de l’embryon et les 
cellules du trophectoderme (TE) qui mèneront au développement du placenta et des tissus extra-
embryonnaires (79, 80). Un processus de cavitation se produit pendant les divisions suivantes 
par la formation de blastocœle, de petites cavités remplies de fluide sécrété par les trophoblastes 
au stade de la morula. Ceci permet au blastocyste, la masse de cellules embryonnaires, de 
prendre de l’expansion en sortant de la zona pellucida pour son implantation dans l’utérus (80, 
81). 
 
1.2.2 Déméthylation des génomes parentaux  
 
En plus de ces changements morphologiques, le jeune embryon subit aussi de profonds 
changements épigénétiques pendant la préimplantation. Le remodelage ou la reprogrammation 
épigénétique est un processus représenté par une vague de déméthylation sur presque tout le 
génome pendant la préimplantation suivie d’une vague de reméthylation du génome 
embryonnaire après l’implantation comme démontré à la Figure 5. Cette reprogrammation 
permettra ultimement, à l’embryon d’acquérir son propre méthylome afin de réguler la 
transcription génique des cellules en processus de spécification et différenciation qui est 
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essentielle pour la suite du développement embryonnaire. De façon intéressante, la vague de 
déméthylation du génome se fait de façon désynchronisée entre l’allèle paternel et celui maternel 
(Figure 5) (82). 
Le génome du sperme est fortement méthylé, près de 85% des CpGs du sperme sont en 
effet méthylés comparativement à environ 30% chez l’ovocyte (83). Juste après la fertilisation, 
l’allèle paternel perd ses protamines afin qu’elles soient remplacées par une acétylation rapide 
des histones H3 et H4 (84). Par la suite, son génome subit une déméthylation globale, à 
l’exception des gènes à empreinte et de certains rétrotransposons, dont la méthylation est 
conservée et doit être maintenue par DNMT1 (23, 32, 85). Des études suggèrent que les enzymes 
TET, principalement TET3, seraient majoritairement responsables de cette déméthylation active 
en convertissant les 5-méthylcytosine en 5-hydroxyméthylcytosine (82, 84, 86, 87), un état 
intermédiaire entre la méthylation complète de la cytosine et l’absence de méthylation. D’autres 
études affirment plutôt que les premières réplications de l’ADN sont responsables de 
l’effacement des marques de méthylation existante puisqu’elles sont diluées à chaque cycle 
entrainant une déméthylation passive (86, 88). Le mécanisme exact de cette déméthylation du 
génome paternel n’est donc pas parfaitement établi. Il semble cependant acceptable, grâce à ces 
études, d’affirmer que la déméthylation de l’allèle paternel est l’œuvre de ces deux mécanismes, 
principalement la déméthylation active (5). 
La déméthylation de l’allèle maternel a longtemps été très controversée. Avec les 
informations obtenues par divers modèles d’études, il semble que l’allèle maternel soit sujet à 
une déméthylation beaucoup moins intense que l’allèle paternel et que ce soit plutôt l’effet d’une 
déméthylation passive, c’est-à-dire une dilution des marques de méthylation après la réplication 
de l’ADN, que par l’action de TET3 (86, 88). D’ailleurs, il a été démontré, par plusieurs études, 
que la protéine DPPA3 (Developmental Pluripotency Associated 3, aussi appelé STELLA ou 
PGC7) protège l’ADN méthylé de l’allèle maternel contre l’oxydation par TET3 (82, 84, 86, 




Figure 5. Profils de méthylation dans les gamètes et au cours du développement 
embryonnaire. A. DNMT3a et DNMT3b établissent les profils de méthylation dans les 
gamètes à maturation. B. Après la fertilisation, une vague de déméthylation globale de 
tout le génome s’opère pendant toute la période préimplantatoire. C’est ce qu’on appelle 
le remodelage épigénétique et la mise en place du programme épigénétique embryonnaire. 
C’est à ce moment que le génome de l’embryon acquiert son autonomie. C. Après 
l’implantation, DNMT3a et DNMT3b établissent les marques de méthylation sur le 
génome embryonnaire, autant sur les cellules de la masse interne (ICM) qui mèneront à la 
formation de l’embryon que dans les cellules du trophectoderme (TE) qui mèneront à la 
formation du placenta. D. Pendant la vague de déméthylation, DNMT1 maintient les 
marques de méthylation sur certaines régions spécifiques du génome qui requièrent une 
méthylation constante, dont les gènes à empreinte et certains gènes agissant comme les 
gènes à empreinte (imprinting like). Adapté de McGraw et al., 2013 (90). 
 
1.2.3 Maintenance de la méthylation 
 
Certaines régions des génomes parentaux doivent échapper à la vague de déméthylation 
et garder les marques établies dans les gamètes. Ces régions sont principalement les gènes à 
empreinte, les rétrotransposons et certaines régions spécifiques du génome (23, 32, 85). Ce 
maintien de la méthylation est, entre autres, crucial aux régions de contrôle de l’empreinte 
(imprinted control regions) durant ce remodelage embryonnaire pour le bon développement, 
voire pour la survie de l’embryon (9, 32). La méthylation sur ces régions durant la 
préimplantation est maintenue par différents isoformes de DNMT1 – DNMT1s (somatique) et 
DNMT1o (ovocyte) – puisque DNMT1 est absent durant cette période (91-95). DNMT1o est 
spécifiquement actif au stade 8-cellules du développement embryonnaire. L’absence de celui-ci 
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ou une perturbation de la méthylation à ce stade, soit le seul stade du développement où cette 
enzyme est active, résulte en des anomalies placentaires (95, 96) et des anomalies cérébrales 
létales à mi-gestation (92). Le maintien de la méthylation au stade 8-cellules est donc très 
important pour l’établissement du programme épigénétique embryonnaire et sera d’ailleurs 
particulièrement visé par notre étude. Une perturbation du maintien de la méthylation à ce stade 
peut avoir des conséquences épigénétiques graves qui perdurent au cours du développement.  
 
1.2.4 Méthylation du génome embryonnaire 
 
La déméthylation et l’acquisition de l’autonomie du génome embryonnaire jouent un 
rôle dans la compaction de la morula qui mènera à la formation du blastocyste et à 
l’établissement des deux populations de cellules distinctes. Le génome du jeune blastocyste 
deviendra totalement fonctionnel et, dès l’implantation, une reméthylation progressive se fera 
pendant les stades subséquents du développement de façon spécifique au sexe, au type cellulaire 
et aux tissus par l’action de DNMT3a et DNMT3L (97). Alors que la méthylation de novo 
augmente rapidement dans les cellules de la masse interne, la reméthylation des cellules du 
trophectoderme est beaucoup moins intense, restant toujours hypométhylée en comparaison 
avec les cellules de la masse interne (98). Comme mentionné précédemment, cette vague est 
absolument nécessaire à la bonne mise en place du programme épigénétique embryonnaire et 
pour éviter que des erreurs épigénétiques potentielles provenant des gamètes parentaux viennent 
perturber le bon développement. 
Tout juste après l’implantation, ce sont d’abord les CpGs des éléments transposables, 
ceux du corps des gènes et des promoteurs pauvres en CpG, qui sont méthylés. À ce stade, les 
promoteurs riches en CpG sont protégés de la méthylation. Par contre, cette protection semble 
de courte durée, puisqu’entre E4.5 et E5.5 chez la souris (soit tout juste après l’implantation du 
blastocyste), la méthylation augmente d’environ 50% (8), signifiant que la méthylation de novo 
du génome est un processus progressif, mais extrêmement rapide. Au stade E8.5, toujours chez 
la souris, des études ont démontré qu’environ 79% des promoteurs contenant des ilots CpG 
méthylés étaient reliés à des gènes germinaux. Les ilots CpG méthylés se retrouvant dans les 
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exons étaient, pour leur part, reliés à des gènes développementaux, responsables de 
l’embryogenèse et de la gastrulation. Ces séquences méthylées à E8.5 restent méthylées chez 
des tissus de souris adulte démontrant bien que l’acquisition de méthylation sur l’ADN est un 
processus stable pendant la période post-implantatoire (8). 
Le remodelage épigénétique et la mise en place du programme épigénétique 
embryonnaire sont des processus très étudiés, mais dont il reste encore beaucoup à apprendre. 
Leur importance est sans équivoque et la sensibilité par lesquels ces mécanismes semblent être 
régulés démontre que des dérèglements au cours de cette période auront des conséquences 
graves pour l’embryon (79).  
 
1.2.5 Vulnérabilité de la période préimplantatoire 
 
Un environnement intra-utérin adéquat tout au long de la grossesse est vital pour la 
bonne croissance de l’embryon. Dès la fin des années 1980, des études ont commencé à mettre 
en lumière le lien entre un environnement in utero imparfait et le risque de développement de 
certaines maladies (99). Ces études ont mené, un peu plus tard, à la théorie du DOHaD, 
Developmental Origine of Health and Disease par David Barker, qui, à l’époque, tout comme 
encore aujourd’hui, cherche à mettre en lumière le lien et le mécanisme entre l’environnement 
maternel pendant la grossesse et ses impacts sur la vie du futur enfant (100-102). 
Étant donné son dynamisme et tous les changements qui y occurrent, la préimplantation 
est particulièrement sensible aux dérégulations et variations de l’environnement extérieur. 
Plusieurs études récentes ont d’ailleurs montré l’impact que l’environnement maternel peut 
avoir. Entre autres, Pagé-Larivière et al. ont démontré avec un modèle de culture d’embryons 
porcins que l’exposition au bromodichlorométhane, un agent chimique ajouté au traitement de 
l’eau pour éliminer les bactéries, diminue le taux de développement en blastocyste et cause des 
perturbations aux profils de méthylation d’ADN et aux profils transcriptionnelles (2). Une autre 
étude in vitro a montré que l’addition de Trichostatin A (un inhibiteur des histones déacétylases) 
et de BIX-01294 (un inhibiteur de la méthyltransférase d’histone Ehmt2/G9a) améliore le 
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processus de reprogrammation épigénétique dans les cellules somatiques des embryons clonés 
en régulant positivement la transcription de divers facteurs de pluripotence comme Oct4 et Cdx2 
(103). Un modèle de souris a aussi démontré que l’exposition, pendant la préimplantation à des 
cyclophosphamides, une drogue utilisée en chimiothérapie, induit des malformations 
congénitales chez les embryons (104). 
D’autres études se sont attardées sur l’impact des manipulations faites pendant la 
préimplantation dans le contexte des méthodes de reproduction artificielle, comme la 
fécondation in vitro. Plusieurs études, principalement sur la souris ou le bovin, ont démontré 
des altérations épigénétiques sur divers gènes à empreinte, tels que Igf2/H19 et SNRPN, (105-
108) à la suite de manipulations in vitro. Chez l’humain, plusieurs études démontrent que les 
enfants nés de ces méthodes semblent plus enclins à être atteints de maladies reliées à un défaut 
d’empreinte génomique comme la maladie de Beckwith-Wiedemann et le syndrome 
d’Angelman (révisé dans (95)). Des méta-analyses des données de la littérature montrent, en 
fait, une augmentation de la prévalence des désordres de l’empreinte génomique chez les enfants 
issus de conception par fertilisation in vitro ou injection cytoplasmique de sperme par rapport à 
la prévalence des enfants issus de conception naturelle. Cependant, le lien de cause à effet direct 
entre les méthodes de fertilisation artificielle et l’augmentation de cette prévalence ne peut pas, 
pour l’instant, être établi (109, 110). Des études prenant aussi en compte le type de problème de 
fertilité devront être réalisées afin d’étudier l’implication du problème d’infertilité dans les 
désordres d’empreinte génomique. La plupart des cas étudiés démontrent en fait une perte de 
méthylation sur l’allèle maternel à une région de contrôle de l’empreinte génomique. Une étude 
récente montre aussi une baisse significative de la méthylation de l’ADN de 4730 CpGs dans 
des échantillons de sang de cordon d’une cohorte d’enfants issues des méthodes de reproduction 
artificielle (111). Une autre étude décrit que les niveaux globaux de méthylation d’ADN 
diffèrent entre les placentas issus de grossesses naturelles et ceux issus de grossesses reliées à 
l’utilisation de méthodes de reproduction artificielle (112). 
Même si l’oviducte et l’utérus répondent naturellement en essayant de balancer les effets 
néfastes extérieurs et d’offrir tout de même un environnement optimal pour le développement 
(113), il est indéniable, avec de tels résultats d’études, que l’environnement maternel pendant la 
grossesse, particulièrement pendant la période préimplantatoire, a un effet sur le développement 
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de l’embryon et, à long terme, aura des effets sur sa santé. Les mécanismes précis derrière ces 
impacts demeurent toutefois peu connus (79). 
 
1.2.6 Le placenta, aussi vulnérable à l’environnement? 
Comme mentionné précédemment, les cellules du trophectoderme (précurseurs des 
tissus extra-embryonnaires) et les cellules de la masse interne (précurseurs des tissus 
embryonnaires) sont dérivées du même bassin de blastomères avant la première spécification 
cellulaire observée dans le blastocyste. Donc, toutes perturbations survenant sur l’épigénome 
des blastomères avant leur spécification pourraient affecter les futurs tissus embryonnaires et 
extra-embryonnaires (e.g., le placenta). 
Chez la souris, au stade du blastocyste, les cellules du trophectoderme forment une 
membrane externe de cellules polarisées. Tout juste après l’implantation, ces cellules formeront 
rapidement l’ectoderme extra-embryonnaire et le cône ectoplacental. Les cellules externes du 
cône ectoplacental seront ensuite différenciées en trophoblastes qui iront, par la suite, 
s’invaginer dans le décidua maternel pour entrer en contact avec le sang maternel (114). Le 
chorion est formé peu après à partir de l’ectoderme embryonnaire et extra-embryonnaire. Grâce 
à l’interaction avec le cône ectoplacentaire, il fusionnera avec l’allantois pour former le placenta 
primitif. La différenciation des cellules de trophoblastes en sous-types cellulaires établira les 
différentes couches du placenta (115). La fusion de plusieurs trophoblastes mènera à la 
formation de syncytiotrophoblastes, des cellules multinuclées qui formeront des sites de 
vascularisation qui formera le labyrinthe du placenta, lieu d’échange de nutriments et 
d’oxygène. Une portion des trophoblastes du cône ectoplacentaire se différenciera, pour sa part, 
en spongiotrophoblastes et en cellules de glycogène pour former la zone jonctionnelle, la portion 




Figure 6. Schéma des différents types cellulaires composant le placenta murin à 
maturation. Adapté de Bronson et Bale, 2016 (117). 
Comme pour l’embryon, ces étapes de développement sont soumises à un contrôle strict 
par divers facteurs de transcription et épigénétiques qui peuvent être altérés par une perturbation 
provenant de l’environnement externe. L’impact d’une exposition prénatale néfaste pendant la 
préimplantation sur le placenta ne peut donc pas être négligé puisque celui-ci provient des 
mêmes cellules ayant subi la perturbation que l’embryon.  
 
1.3 Exposition prénatale à l’alcool et Trouble du Spectre de 
l’Alcoolémie Fœtale  
 
Il est connu qu’une exposition prénatale à l’alcool (EPA) par la mère peut avoir de graves 
conséquences sur l’enfant à naître. L’alcool est reconnu pour être un tératogène et un 
neurotoxique qui peut mener à une mort cellulaire excessive, en plus d’affecter les processus de 
différentiation et prolifération (118-120). Il semble aussi de plus en plus évident que les 
processus épigénétiques sont aussi affectés par une exposition prénatale à l’alcool. L’effet exact 
et le mécanisme derrière les perturbations épigénétiques causées par une exposition prénatale à 
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l’alcool ne sont toutefois pas encore élucidés. Particulièrement, les conséquences d’une 
exposition pendant la période préimplantatoire menant au Trouble du spectre de l’alcoolémie 
fœtale (TSAF) sont encore méconnues. 
 
1.3.1 Le Trouble du Spectre de l’Alcoolémie Fœtale (TSAF) 
 
Le Trouble du Spectre de l’Alcoolisation Fœtale (TSAF) est un terme dit « parapluie », 
abritant les nombreux phénotypes et présentations reliées à une exposition prénatale à l’alcool 
(Figure 7). Plusieurs études épidémiologiques et prospectives ont mis en lumière le lien entre 
une prise d’alcool maternelle pendant la grossesse et divers symptômes maintenant inclus dans 
le TSAF, dont des retards de croissance, des défauts morphologiques et des troubles 
neurodéveloppementaux, en étudiant plusieurs cas où la consommation d’alcool pendant la 
grossesse a été confirmée (121-124). 
On estime que 2 à 5% des enfants d’âge scolaire sont atteints d’une forme diverse de 
TSAF, la cause la plus évitable de morbidité à la naissance (125, 126). La présentation et la 
sévérité des symptômes sont extrêmement variables selon différents facteurs concernant 
l’exposition. On estime cependant à plusieurs milliards de dollars les coûts associés au TSAF 
incluant les coûts reliés aux soins de santé, aux services d’éducation spécialisée, aux services 
sociaux et aux frais de justice (127). Bien que très variées, la plupart des conséquences d’une 
exposition prénatale à l’alcool sont reliées à une dysfonction cérébrale due à un développement 
du cerveau altéré par la présence de métabolites néfastes (128). Malgré certaines spécificités, 
dont de fortes conséquences, au niveau du cerveau, les études réalisées jusqu’à présent sur 
l’exposition prénatale à l’alcool montrent que l’alcool peut, en fait, avoir un impact sur une 
variété d’organes. La gravité et la spécificité du phénotype dépendent en fait principalement du 




Figure 7. Différents termes des désordres reliés à une exposition prénatale à 
l’alcool regroupé sous le terme du Trouble du Spectre de l’Alcoolémie Fœtale 
(TSAF). Adapté de FASDforever.com. 
 
Le Syndrome de l’Alcoolisme Fœtale (SAF) est le phénotype TSAF le plus sévère relié 
à une exposition prénatale à l’alcool. Dès la naissance, les enfants atteints présentent des traits 
physiques caractéristiques, dont plusieurs anomalies craniofaciales (130). Entre autres, la 
plupart des enfants gravement atteints montrent une hypoplasie du nez, une fente palpébrale 
plus petite, une lèvre supérieure très mince et un philtrum hypoplasique (Figure 8) (130, 131). 
En plus de ces problèmes, les enfants SAF naissent avec un retard de croissance sévère et sont 
aussi atteints de grave déficience intellectuelle et mentale (125, 130-133). Les enfants atteints 





Figure 8. Exemple de défauts faciaux caractéristiques observés chez les enfants 
atteints d’une forme sévère de TSAF. Adapté de Sokol et al., 2003 (136). 
 
La plupart des enfants atteints du TSAF présentent plutôt des retards de croissance et 
intellectuel plus léger, sans les caractéristiques physiques uniques au SAF. Ces problèmes se 
présentent souvent par une variété de troubles neurodéveloppementaux (TND) comme un 
trouble du déficit de l’attention et de l’hyperactivité (TDAH), un problème de mémoire et de 
langage ou divers déficits d’apprentissage (4, 125, 130-133). Le TSAF se présente ainsi de façon 
invisible à la naissance et c’est plutôt lorsque l’enfant grandit et commence l’école que les 
problèmes commencent à être plus perceptibles. 
Quelques études affirment que le cerveau antérieur pourrait être en grande partie 
responsable de plusieurs phénotypes des enfants atteints de TSAF puisqu’il a été démontré que 
cette région particulière du cerveau est associée à une forte expression de gènes reliés à la 
neurodégénération ainsi qu’à des phénotypes autistiques chez divers enfants TSAF (137, 138). 
De plus, au cours du développement, les tissus adjacents au cerveau antérieur sont à l’origine 
de la formation de certaines portions du visage, dont le front, le nez et le philtrum (139) ce qui 




Figure 9. Schéma d’imagerie par résonnance magnétique des conséquences d’une 
altération du cerveau antérieur sur la formation du visage dans un modèle murin. 
Adapté de O’Leary-Moore et al., 2011. 
 
1.3.2 Diagnostic du TSAF 
 
Il n’existe, pour l’instant, aucun test moléculaire afin de diagnostiquer le TSAF ou ses 
symptômes de façon précoce. Les enfants présentant dès la naissance des traits craniofaciaux 
typiques, des retards intellectuels et de croissance visibles très tôt dans leur vie ainsi qu’avec 
une confirmation qu’il y a eu une exposition à l’alcool pendant la grossesse sont, pour le 
moment, les seuls enfants TSAF à pouvoir obtenir un diagnostic de SAF.  
Des lignes directrices sont malgré tout en vigueur dans plusieurs pays, dont le Canada, 
afin de tenter d’identifier les enfants suspectés d’être atteints. Une approche systématique, le 4-
Digit Diagnostic Code est d’ailleurs en vigueur au Canada et fait intervenir une multitude de 
médecins et d’intervenants provenant de différents milieux afin de tenter de confirmer un TSAF 
chez un enfant soupçonné ou confirmé d’avoir été exposé à l’alcool au courant de la gestation 
(132, 140, 141). Malheureusement, cette méthode ne permet que très rarement un diagnostic 
positif chez les enfants présentant peu de traits et symptômes avant l’âge de 6 ans. Avant cet 
âge, il est aussi très difficile d’obtenir des résultats concluants pour plusieurs tests effectués, 
dont les évaluations psychologiques, en raison du très jeune âge de l’enfant (132). Pour cette 
raison, la plupart des enfants ne présentant aucun trait physique caractéristique ne peuvent pas 
 
36 
obtenir un diagnostic de TSAF précocement ce qui permettrait de réduire les effets néfastes sur 
la vie de l’enfant plus tard (142 , 143, 144). Ils sont plutôt diagnostiqués au cours de leur 
parcours scolaire alors que les problèmes deviennent plus accaparants. Certains sont même 
diagnostiqués très tard alors qu’ils sont de jeunes adultes. Ce manque de diagnostic précoce et 
efficace prive ainsi de nombreux enfants du support et des traitements nécessaires afin qu’il 
puisse avoir une vie comportant moins d’embûches. 
Même si l’épigénétique présente un énorme potentiel comme biomarqueur du TSAF, 
une contrainte de taille s’impose : les modifications épigénétiques sont spécifiques à un tissu. Il 
faut donc être prudent lors du choix de l’échantillon. Il est évidemment impossible d’utiliser une 
partie de cerveau afin d’évaluer son paysage épigénétique chez l’humain. Il faut donc utiliser 
un autre tissu ou échantillon biologique en mesure de bien représenter ce qui se passe dans le 
cerveau, ce qui est, pour l’instant, peu connu. De nombreuses études ont, à ce jour, tenté de 
trouver un diagnostic moléculaire fiable pour le TSAF, principalement en utilisant des cellules 
épithéliales provenant de prélèvement buccal. Cette méthode non invasive fut, entre autres, 
utilisée pour deux études réalisées par des laboratoires de recherche canadiens. Dans le premier, 
le groupe du professeur Shiva M. Singh a analysé la méthylation de l’ADN extrait des 
prélèvements buccaux d’une cohorte déjà diagnostiquée TSAF et a trouvé 269 CpGs avec des 
niveaux de méthylation significativement différents de ceux d’une population contrôle. Ces 
changements étaient, entre autres, retrouvés sur des gènes impliqués dans les voies des 
protocadhérines, la signalisation hippo et la signalisation glutaminergique des synapses. De 
façon intéressante, bon nombre des CpGs avec une méthylation altérée reliés aux voies des 
protocadhérines étaient aussi affectés dans le cerveau de souris adulte d’un modèle murin TSAF 
(145). Une autre étude réalisée par le groupe du professeur Michael Kobor a, pour sa part, 
détecté 658 CpGs dont la méthylation était altérée en utilisant aussi des échantillons buccaux 
d’une cohorte d’enfants TSAF. De ce nombre, 41 CpGs présentaient une différence de 
méthylation supérieure à 5% en comparaison avec un groupe contrôle après correction pour les 
différences ethniques (146). 
Ces deux études démontrent bien le potentiel d’utiliser un marqueur épigénétique afin 
d’identifier des régions qui semblent particulièrement vulnérables à l’alcool in utero dans le 
diagnostic du TSAF. Par contre, elles montrent aussi la complexité de trouver un marqueur 
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unique en raison des variables associées à l’exposition à l’alcool. En effet, la quantité, la durée 
de l’exposition (chronique ou unique) et le moment dans la grossesse de l’exposition sont toutes 
des choses qui peuvent faire varier la réponse moléculaire et phénotypique de l’exposition 
prénatale à l’alcool et rend donc le développement d’un marqueur unique extrêmement difficile 
(147). Les nombreux facteurs environnementaux et propres à chaque sujet rendent aussi les 
études humaines d’alcoolémie fœtale et la recherche de méthode diagnostique difficile. En effet, 
le profil génétique de la mère, sa santé, son mode de vie et l’exposition à d’autres contaminants 
ou substances chimiques (par exemple, la prise de drogue en plus de l’alcool) sont des facteurs 
qui influenceront aussi la réponse moléculaire à l’alcool (129, 146, 148). 
 
1.3.3 L’alcool et l’épigénétique 
 
En 1991, une première étude met la lumière sur l’effet de l’alcool sur l’épigénétique. 
Garro et al. ont, en effet, montré avec un modèle murin d’exposition prénatale à l’alcool que les 
cellules fœtales de souris ayant été exposées à l’alcool possédaient un niveau inférieur d’activité 
enzymatique des ADN méthyltransférases et donc avait des profils altérés de méthylation 
d’ADN. Ils ont aussi démontré que ces effets étaient dus à l’impact de l’acétaldéhyde, le 
principal métabolite de la dégradation de l’éthanol (149). La dégradation de l’alcool par l’alcool 
déshydrogénase génère, en effet, des molécules d’acétaldéhyde (150), un métabolite 
extrêmement toxique, générant des conséquences encore plus nocives que l’éthanol non 
dégradé. Par la suite, plusieurs études ont montré un ensemble de conséquences épigénétiques 








1.3.3.1 Effet de l’alcool sur le métabolisme du carbone 
 
Une perturbation au niveau du paysage épigénétique après une exposition à l’alcool fut 
suggérée en raison de son effet sur le métabolisme du carbone (1C metabolism). Cette grande 
voie métabolique inclut, entre autres, le cycle de l’acide folique, le cycle méthionine-
homocysteine et l’action des DNMTs, qui sont tous inhibés par l’alcool (133, 153). Ces effets 
sont principalement les conséquences d’une inhibition des enzymes du métabolisme et de la 
régénération de la méthionine (Figure 10) qui sont grandement affectés par l’alcool et 
principalement l’acétaldéhyde. La méthionine est un acide aminé essentiel pour la formation du 
S-adénosylméthionine (SAM) qui agit comme donneur principal de groupement méthyle dans 
diverses réactions, dont la méthylation de l’ADN. L’acétaldéhyde inhibe d’ailleurs l’activité de 
la méthionine synthase, responsable de prévenir la conversion de l’homocystéine en méthionine 
(154). L’acétaldéhyde réduit aussi l’expression d’un important transporteur de folate (RFC1) ce 
qui réduit l’absorption de folate par les reins et l’intestin (155). Le folate joue un rôle majeur 
durant le développement du cerveau et du système nerveux en étant le principal donneur de 
groupement méthyle (156, 157).  
L’alcool, particulièrement l’acétaldéhyde, réduit donc la quantité de groupement SAM 
disponible, en plus de diminuer l’absorption de l’acide folique, ce qui réduit considérablement 
le nombre de groupements méthyles disponibles pour la méthylation de l’ADN et des histones. 
Combinée à l’action des enzymes DNMTs qui sont, elles aussi, inhibées par l’alcool, la réaction 
de méthylation de l’ADN est donc beaucoup plus difficile en présence d’alcool. Cela peut avoir 
de graves conséquences sur l’établissement et le maintien du paysage épigénétique ainsi que sur 




Figure 10. Métabolisme du carbone (1C metabolism) et alcool. Représentation des 
mécanismes du métabolisme du carbone inhibés par l’alcool qui, ultimement, mènent à 
une inhibition de la méthylation de l’ADN. L’alcool interfère, entre autres, dans les 
réactions du cycle de l’acide folique, celles du cycle méthionine-homocysteine et avec 
l’action des DNMTs. Adapté de Varela-rey et al., 2013 (153).  
 
1.3.3.2 L’épigénétique et l’alcool dans le développement du système nerveux 
 
L’épigénétique joue aussi un rôle crucial dans le développement du système nerveux, 
entre autres, en régulant la méthylation monoallélique sur les gènes à empreinte et en établissant 
des profils de méthylation précis pour différents types cellulaires du cerveau afin de former les 
différentes structures du cerveau (11, 158-160). Une exposition prénatale à l’alcool peut ainsi 
mener à des malformations du cerveau et à des retards de croissance en perturbant 
l’établissement des patrons de méthylation spécifique pour le bon développement (148).  
Une exposition à l’alcool pendant le développement du système nerveux aura plusieurs 
impacts négatifs. Une étude utilisant un modèle de cellules souches neurales murines a démontré 
que l’alcool cause une augmentation du temps normal du cycle cellulaire ce qui affecte 
particulièrement certains gènes spécifiques. À long terme, ce ralentissement du cycle cellulaire 
réduit aussi le nombre de cellules totales des différentes structures du cerveau et cause des 
retards de la croissance de celles-ci (161). Toujours en étudiant l’effet de l’alcool sur des cellules 
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souches neurales de souris, il a aussi été démontré que les conséquences sur l’épigénome de 
cette exposition causaient des retards de différenciation cellulaire (162) ainsi que des 
modifications dans l’expression de plusieurs gènes développementaux cruciaux, tels Nestin et 
Pax6 (163). 
En raison de ces fortes associations entre l’exposition à l’alcool, les dérégulations de 
divers mécanismes épigénétiques reliés à la méthylation et le développement du système 
nerveux, de nombreuses recherches se concentrent sur l’étude des mécanismes initiant cette 
cascade de conséquences entrainant ultimement des structures et fonctions cérébrales altérées 
par des dérégulations épigénétiques causées par l’exposition prénatale à l’alcool. 
 
1.3.4 Modèles d’exposition à l’alcool 
 
Au début des années 90, plusieurs publications sur des modèles in vitro d’exposition à 
l’alcool voient le jour. Au départ, ces études avaient pour but d’étudier comment l’ajout d’alcool 
au milieu de culture pouvait en fait améliorer la croissance cellulaire. En étudiant plusieurs 
dosages différents, ils ont plutôt démontré l’effet néfaste de l’éthanol, variable selon la quantité 
d’alcool ajoutée. En effet, une étude de 1993 démontre que l’ajout de 0.4% (w/v) d’alcool au 
stade 1-cellule inhibe complètement le développement alors que l’ajout de 1.6% au stade 1 ou 
2-cellules diminue considérablement la formation en blastocyste. Par contre, lorsque les 
embryons sont exposés à seulement 0.1% d’éthanol, une augmentation de la formation de 
blastocyste est observée en améliorant la sortie des embryons de la zona pellucida et en 
augmentant le taux d’implantation des embryons après le transfert (164). Une autre étude montre 
aussi que l’ajout de 0.05% et 0.1% au stade de morula améliore le processus de cavitation. 
Quelques-unes de ces études montrent aussi une augmentation du calcium intracellulaire après 
l’exposition à de faibles concentrations d’alcool (165, 166). L’augmentation du taux de calcium 
est couramment utilisée dans certaines manipulations in vitro afin de stimuler l’activation de 
l’ovocyte pour la fertilisation (167, 168). Ceci concorde avec les observations réalisées dans 
certaines études qui démontrent qu’une exposition à une faible concentration d’alcool dans le 
milieu de culture favorise le développement précoce de l’embryon (164, 169)(voir tableau 1). Il 
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est d’ailleurs connu que la concentration de calcium intracellulaire peut influencer l’expression 
génique de divers types cellulaires, comme dans les cellules neuronales (170-173). Donc, nous 
pouvons supposer qu’une augmentation du calcium intracellulaire à la suite d’une exposition à 
l’alcool pourrait également modifier les profils d’expression génique et ainsi affecter la 
croissance et le développement cellulaire. Cependant, les expériences in vitro d’exposition à 
l’alcool chez l’embryon préimplantatoire sont très sommaires et n’ont pas investigué les 
processus moléculaires pouvant mener à de possibles altérations épigénétiques ou 
transcriptionnelles. Un modèle d’étude du même genre fut aussi publié récemment. Pagé-
Larivière et al. ont, en effet, exposé des embryons porcins à 0.2% d’alcool pendant toute la 
période préimplantatoire. En plus d’augmenter l’apoptose et de réduire le potentiel de la 
membrane mitochondriale, cette exposition a causé des dérégulations transcriptionnelles dans 
des gènes reliés aux voies d’activation du stress oxydatif et des dommages au système nerveux 
(174). 
Un résumé des différents modèles in vitro d’exposition prénatale à l’alcool pendant la 
préimplantation est disponible au Tableau 1. Ces différents modèles ont été très utiles pour 
montrer les conséquences sommaires sur le développement du système nerveux lors d’une 
perturbation épigénétique causée par une exposition à l’alcool. Cependant, l’absence de 
métabolisme dans ce type de modèle ne permet pas pleinement d’évaluer les conséquences des 
métabolites et dérivés de l’alcool, comme l’acétaldéhyde, et ne représente donc pas 
concrètement ce qui se produit de façon in vivo.  
 
1.3.4.1 Les modèles animaux 
 
Les études d’exposition prénatale à l’alcool utilisant un modèle animal sont nombreuses 
et très diversifiées. Ces études permettent un excellent contrôle de plusieurs facteurs, comme 
l’environnement, le profil génétique et l’alimentation, qui ne peuvent être régulés dans les études 
utilisant des échantillons humains. Plus encore, l’utilisation des animaux permet l’accès à des 
types cellulaires, par exemple des cellules du cerveau, impossible à avoir de sujets humains pour 
des raisons évidentes. Ceci est très utile pour bien comprendre les mécanismes derrière l’EPA, 
particulièrement dans les études épigénétiques où les modifications sont spécifiques à chaque 
 
42 
tissu. Ces modèles permettent aussi une meilleure représentation du métabolisme humain que 
les modèles cellulaires. 
Ainsi, de nombreuses études publiées ont permis de faire de grandes avancées sur les 
conséquences d’une exposition à l’alcool pendant la gestation. Malheureusement, les 
nombreuses divergences entre elles, ainsi que les zones grises encore non étudiées, laissent 
encore plusieurs questions en suspens sur le mécanisme derrière une EPA et son implication au 
niveau épigénétique. En raison de cette diversité, il est aussi très difficile de comparer ou 
combiner les résultats obtenus de chacune d’elles sans avoir un biais provenant du modèle 
utilisé.  
Récemment, les altérations épigénétiques causées par une EPA ont particulièrement été 
investiguées. En effet, au cours des dernières années seulement, plus d’une dizaine de 
publications utilisant des modèles animaux d’exposition prénatale à l’alcool ont démontré 
qu’une exposition prénatale à l’alcool provoque des modifications au niveau de la méthylation 
de l’ADN, des modifications d’histones ou de la transcriptomique des embryons (4, 175-184). 
Comme mentionné précédemment, les divergences de la méthode rendent impossible tout 
partage des données pour conclure à un mécanisme concret. Les divergences sont, entre autres, 
au niveau du moment et de la durée d’exposition pendant la grossesse (trimestre de la grossesse, 
exposition chronique ou aigüe), de la méthode d’exposition (consommation volontaire, gavage, 
injection sous-cutanée ou intrapéritonéale) et la dose d’alcool consommée. L’effet du dosage et 
du moment d’exposition ont d’ailleurs été étudiés de façon plus spécifique. 
 
Au niveau du dosage, Veazey et al. (185) se sont d’abord basés sur un modèle in vitro 
de cellules souches neurales pour affirmer que l’effet obtenu par différents types d’exposition 
(modérée ou aigüe) produit des conséquences distinctes au niveau des marques d’histones, une 
autre modification épigénétique. Ils ont aussi utiliser un modèle similaire in en injectant des 
femelles gestantes au jour post-fertilisation 7 avec 2 doses de 2.9g/kg d’éthanol de façon
 
43 
Tableau I.Modèle in vitro d’exposition à l’alcool pendant la préimplantation. Adapté de Legault et al., 2017 (71).  
Exposition Modèle  Références 
Temps Concentration Espèce Durée Résumé des principaux résultats  
Blastocyste 0.1% Embryon de 
souris en culture 
5 min  ↑ Niveau d’ARNm de c-Myc  (186)  
Blastocyste 0.1% Embryon de 
souris en culture 




0.1%, 0.4% ou 
1.6% 
Embryon de 
souris en culture 
24h  ↓ Taux de blastocyste (1.6% 1-cell, 2-cell) 
Inhibition du développement (0.4% 1-cell) 
↑ Taux de blastocyste (0.1% 1-cell, 2-cell) 
(164)  




souris en culture 
24h  ↓ Taux de blastocyste dépendant de la dose 
(butanol, propanol, isopropanol, méthanol) 
(166)  




souris en culture 
24h  ↑ Niveau de calcium intracellulaire (0.1% ou 1% 
éthanol, 1% butanol 
(166)  
2-cellules  0.1% ou 1% Embryon de 
souris en culture 
8 jours ↓ Taux de blastocyste (1%) (169)  
2-cellules  0.1% ou 1% Embryon de 
souris en culture 
transféré in vivo à 
4 jours 
8 jours ↑ Taux d’implantation (0.1%) 
↓ Taux d’implantation  (1%) 
↓ Taux de survie fœtale (1%) 
(169)  
1-cellule  0.2% Embryon de porc 
en culture 
7 jours  ↓ Taux de blastocyste 
Changements dans les niveaux d’expression normaux 
Dysfonctions des mitochondries 
Activations de voies métaboliques reliées au système 





intrapéritonéale avec un intervalle de deux heures entre les doses. Ils ont démontré des effets 
importants au niveau de la méthylation de l’ADN et de la transcriptomique de plusieurs gènes 
cruciaux pour le développement, dont Dnmt1, Kdm1a et Eed (185). De plus, contrairement aux 
nombreux modèles d’étude d’exposition chronique à l’alcool (178, 180-182, 187, 188), ce 
modèle murin testait plutôt une exposition unique et aigüe. 
Le moment de l’exposition à l’alcool influence aussi la réponse selon les processus 
développementaux qui sont affectés. Particulièrement au niveau du cerveau, différentes 
structures et fonctions se développent à chacun des trois trimestres de la grossesse. Au cours du 
premier trimestre, les premières structures cérébrales commencent à se développer et le tube 
neural se forme. La prolifération, migration et différenciation des neurones commencent au 
cours du 2e trimestre, alors que le développement cérébral est à son maximum pendant le 
troisième trimestre où les structures prennent forment et la prolifération et la croissance se fait 
rapidement. Il est important de noter que, chez la souris, l’équivalent au troisième trimestre 
humain se produit après la naissance, soit aux jours postnataux 0 à 9 environ (179, 189, 190). 
Une étude comportementale a été réalisée en 2013 par Mantha et al. (191) où ils ont exposé un 
modèle murin à l’alcool à des stades correspondant à l’équivalent de chacun des trois trimestres 
de grossesse chez l’humain, en débutant après la préimplantation. Ils ont en effet administré une 
dose d’éthanol correspondant à une exposition aigüe (deux doses de 2.5g/kg d’éthanol à 2h 
d’intervalle chacune, injectées de façon sous-cutanée) à deux moments à l’intérieur d’un même 
trimestre (E8/E11, E14/E16 ou P4/P7). Cette étude a montré des différences significatives au 
niveau des résultats à différents tests comportementaux et cognitifs. En parallèle à ces tests, 
Kleiber et al. (179), du même laboratoire, ont utilisé le même modèle d’exposition pour 
démontrer que, selon à quel stade du neurodéveloppement l’exposition à l’EtOH est faite, le 
patron de changement d’expression génique est différemment altéré. Conséquemment à cela, 
les processus biologiques et voies métaboliques affectés par l’alcool varient selon le moment de 
l’exposition (179, 192). Les résultats de ces deux études concordent donc avec les données de 
diverses études qui ont étudié les changements à la structure et morphologie du cerveau par une 
exposition à l’alcool à différents moments de la gestation (148). Il est ainsi clair que le moment 
de l’exposition a un impact sévère sur la réponse épigénétique embryonnaire et que certaines 
voies spécifiques seront affectées en fonction du stade du développement exposé à l’alcool. Ces 
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résultats fournissent aussi une première explication sur les divers symptômes et phénotypes des 
enfants TSAF, qui ne sont pas tous exposés à l’alcool au même moment et à la même fréquence 
pendant la grossesse.  
Un autre facteur de divergence dans les études d’EPA utilisant un modèle animal est la 
méthode d’administration de l’alcool à l’animal. La méthode la plus simple et la plus 
représentative du métabolisme humain est évidemment de faire boire l’alcool à l’animal. Le 
modèle de consommation volontaire est donc couramment utilisé, particulièrement afin d’imiter 
une exposition chronique sur une longue période. Par contre, cette méthode permet seulement 
d’obtenir une approximation de la quantité d’alcool ingurgitée en mesurant le volume restant 
dans la bouteille. La concentration d’alcool dans le sang pouvant être obtenue par cette méthode 
varie entre 80 à 120 mg/dL ce qui n’est pas très élevé considérant que la souris métabolise 
l’alcool beaucoup plus rapidement que l’humain (193-195). Des méthodes alternatives, telles 
que le gavage, sont donc utilisées pour les modèles voulant étudier une exposition aigüe à 
l’alcool et où il est nécessaire d’obtenir des concentrations élevées d’alcool (environ 200mg/dL). 
Bien que cette méthode reproduit assez bien le métabolisme de l’alcool chez l’humain, il s’agit 
d’une méthode difficile et extrêmement invasive qui induit beaucoup de stress chez l’animal ce 
qui amène beaucoup de variabilité supplémentaire (196). Une étude utilisant cette méthode 
montre d’ailleurs plus de changements entre les contrôles gavés et non gavés qu’entre les 
échantillons gavés à l’alcool et les contrôles gavés (11). 
Pour cette raison, plusieurs modèles utilisent plutôt l’injection intrapéritonéale ou sous-
cutanée d’alcool qui permet aussi d’obtenir une concentration d’alcool sanguine au-dessus de 
200mg/dL et qui génère peu de stress chez l’animal (196). Bien que l’alcool absorbé de cette 
façon soit métabolisé par le foie de la souris, elle ne passe cependant pas par le tractus 
gastrointestinal comme elle le ferait dans un cas de consommation humaine (197, 198). La 
méthode d’injection permet de déterminer précisément la quantité d’alcool à laquelle la souris 





1.3.4.2 Modèle d’exposition prénatale à l’alcool pendant la préimplantation 
 
Malgré les centaines de papiers pouvant être consultés concernant une exposition 
prénatale à l’alcool et le trouble du spectre de l’alcoolémie fœtale, les études se concentrant sur 
la période préimplantatoire sont plutôt rares. La plupart de celles-ci étudient une exposition 
chronique à travers une longue période de la grossesse débutant pendant la préimplantation et 
se poursuivant après pendant le reste du développement embryonnaire. Ces modèles ont permis 
de grandes avancées sur les effets structuraux et fonctionnels au cerveau ainsi que sur les 
conséquences épigénétiques et transcriptionnelles causées par ce type d’exposition. Par contre, 
l’exposition prolongée empêche de connaître le moment où le défaut est initié et l’effet exact de 
l’exposition exclusivement pendant la préimplantation. Un résumé des différents modèles in 
vivo d’exposition prénatale chronique débutant pendant la préimplantation peut d’ailleurs être 
consulté au tableau 2.  
 
Quelques études ont aussi utilisé un modèle animal pour investiguer les conséquences 
morphologiques d’une exposition prénatale à l’alcool exclusivement pendant la préimplantation 
(résumé au tableau 3). Au courant des années 1980, une série d’études provenant du laboratoire 
du Dr Sandor se sont attardées sur différents types d’exposition prénatale à l’alcool pendant la 
période préimplantatoire à l’aide de différents types de modèles (souris, rat, in vitro) ainsi que 
différents moments et durées d’exposition. Ils ont, entre autres, prouvé que l’EPA augmente les 
taux d’anomalies morphologiques, cause des retards de développement, diminue le taux 
d’implantation ainsi que le poids fœtal et celui du placenta (199-206). Ils ont aussi démontré 
l’impact nocif de l’acétaldéhyde dans les conséquences de l’exposition prénatale à l’alcool. 
Après injection intraveineuse d’acétaldéhyde, ils ont en effet observé des conséquences 
similaires ou plus importantes que lors d’injection d’éthanol non métabolisé. Ils ont observé des 
conséquences encore plus importantes lorsqu’ils ont empêché la métabolisation de 
l’acétaldéhyde par l’administration d’Antacol, faisant ainsi considérablement augmenter la 




Tableau II.Modèle in vivo d’exposition chronique à l’alcool débutant pendant la préimplantation.  Adapté de Legault et al., 2017 
(71). 
Exposition Modèle  Références 
Temps Concentration Méthode Espèces Âge Tissu Résumé des principaux résultats  
E0.5 à E8.5 EtOH 10% Consommation 
volontaire 
Souris P87 Hippocampe ↑ Expression miR 135a, 135b, 467b-5p, 487b 
↑ Expression Slc17a6  
↓ Méthylation d’ADN au promoteur de 
Slc17a6  
↑ H3K4me3 au promoteur de Slc17a6 
↓ protéine Vglut2 
(182)  
E0.5 à E8.5 EtOH 10% Consommation 
volontaire 





EtOH 10% Consommation 
volontaire 
Souris P70 Cerveau 
entier 
↓ Développement des réflexes, de la 
coordination et de l’apprentissage 
↑ Anxiété 










 ↓ Peur contextuelle 
↑ Temps d’inspection d’un nouvel objet 
(188)  
E1 à E22 4.5g/kg Gavage Rat P21 Hippocampe ↑ Activité des DNMTs  
Changement d’expression des gènes Dnmt1, 
Dnmt3a et MeCP2 
(11)  
E1 à E16 EtOH 4% Diète liquide Souris E17, 
P7 
Hippocampe Méthylation d’ADN altéré (par coloration) 
Formation retardée de l’hippocampe 









Hippocampe ↑ Expression de 14 gènes + 2 micro-ARN 
(P28) 
↓ Expression de 9 gènes + 1 micro-ARN (P28) 
Changement de méthylation d’AND sur des 
CpGs spécifiques de Vmn2r64, Olfr110, 
Olfr601 (P28) 
Asymétrie des structures du cerveau (P60) 
(175)  
E1 à E18 
5g/kg 
 
Diète liquide Rat E21 Astrocytes, 
cerveau 
↓ Immunoréactivité de GFAP, transcription et 
expression et stabilité d’ARNm (astrocytes) 
↑ Méthylation de GFAP (cerveau) 
(128)  
E1 à E20 6.0 g/kg par 
jour 
Intubation Rat E21, 
E33 
Bulbe olfactif ↓ Niveau d’ARNm de BDNF (E21, E33) 
↓ Nombre de cellules olfactives (E33) 
↑ Méthylation d’ADN de BDNF  
(209)  




P21 ADN de la 
queue 
↑ Méthylation D’ADN de l’allèle Avy  
↓ Poids de souriceaux 
(210)  





↑ Concentration d’homocystéine et de 
méthionine  
↓ Expression d’ARNm de Mtr, Mat2a 
(cerveau) (P21) 
↓  Expression d’ARNm de Mtr and Cbs 
(hippocampe) (P55, mâles) 
↑ Expression d’ARNm de Mtr, Mat2a, Mthfr, 






10% EtOH Consommation 
volontaire 





Une autre étude d’un groupe de recherche différent a aussi montré de nombreuses 
conséquences physiques chez des embryons au jour embryonnaire 15, après une exposition à 
0.02mL/g ou 0.03mL/g d’éthanol 25% pendant une des six premières journées de la gestation. 
Ces défauts incluent une augmentation du taux de résorption et de mort fœtale, des anomalies 
craniofaciales (hydrocéphalie, microtie, hypoplasie des mandibulaires et maxillaires, défauts de 
la fente palatine), une diminution du poids fœtal et une augmentation du poids du placenta (212). 
Lors d’une expérience où ils ont étudié des embryons au jour de gestation E14 et E18 après une 
exposition à 0.03mL/g d’EtOH 25% au jour E2 et E6, ils ont aussi découvert une augmentation 
des mécanismes compensatoires et que donc bien que la croissance des embryons au jour E14 
était retardée par rapport aux embryons contrôles, les différences étaient moindres au jour E18 
(212). Ces études précoces ont énormément servi à la description et la caractérisation des 
conséquences morphologiques physiques d’une exposition prénatale à l’alcool.  
 
À ce jour, la période préimplantatoire est cependant sous-étudiée au niveau épigénétique 
et moléculaire en utilisant des modèles animaux. En 2009, Haycock et Ramsay (160) ont 
pourtant montré qu’une exposition aigüe à l’alcool aux jours E1.5 et E2.5 dans un modèle de 
souris mène à de nombreux défauts physiques et moléculaires chez l’embryon et le placenta. 
Cette étude a confirmé les observations faites par une étude précédente (212) en démontrant que 
l’embryon ainsi que les placentas à mi-gestation (10.5 jours post-fertilisation) étaient 
significativement plus petits et montraient un retard de croissance par rapport aux échantillons 
contrôles. Du côté de l’épigénétique, cette étude a démontré que la méthylation sur l’allèle 
paternel du gène à empreinte H19 était perdue dans le placenta et inchangée chez l’embryon 
(160). Malheureusement, seule la méthylation de ce gène en particulier a été étudiée. 
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Tableau III.Modèle in vivo d’exposition maternelle à l’alcool visant spécifiquement la préimplantation. Adapté de Legault et al., 
2017 (71). 
Exposition Modèle  Référence 
Temps Concentration Méthode Espèce Âge Tissu Résumé des principaux résultats  
E1.5 et 
E2.5 
2.9g/kg Gavage Souris E10.5 Embryon et 
Placenta 
Retard de croissance (embryon et 
placenta) 











Injection Souris E15 Embryon et 
Placenta 
↑ Résorption et mort fœtale 
↓ Poids fœtal (0.03mL/g group) 
↑ Poids du placenta 
Anomalies craniofaciales et 
systématiques 
(212)  




Retard de croissance sévère (E14) 
↓ Poids fœtal (aux trois stades) 
(212)  
E4 NA Injection IV Souris E6 Blastocyste  ↓ Implantation  (200)  
E3 et E4 NA Injection IV Souris E19 Embryon et 
Placenta 
↓ Poids fœtal et du placenta 
↓Taux d’implantation  
↓Transfert d’embryon dans l’oviducte 
Retard de développement 
Anomalies morphologiques 
(206)  
E0 à E3 EtOH 25% Consommation 
obligatoire 
Souris P0 Embryon et 
Placenta 
Aucune différence dans la taille des 




Ces études montrent bien qu’une exposition précoce à l’alcool pendant la gestation peut 
avoir de graves conséquences dans le développement et le devenir du jeune embryon. Plus 
encore, l’étude de Haycock montre que le placenta semble aussi affecté. Ceci est tout à fait 
logique, puisque l’exposition se faisant très tôt dans le développement embryonnaire, une 
portion des cellules affectées par l’exposition formera la population de cellules du 
trophectoderme après l’implantation et donc ultimement le placenta (voir Figure 5). Plusieurs 
questions restent cependant sans réponse et doivent encore être étudiées, particulièrement les 
conséquences épigénétiques où seule la méthylation du gène H19 a été étudiée. Puisque 
l’exposition se produit pendant la période de reprogrammation épigénétique, il est donc logique 
de croire que plusieurs régions de l’épigénome seraient affectées. 
 
1.4 Problématique : alcool et préimplantation 
 
Ces quelques modèles n’ont qu’en partie permis de faire la lumière sur les conséquences 
néfastes de l’alcool sur le paysage épigénétique. Plus encore, peu de modèles concentrent leur 
étude sur les conséquences épigénétiques au niveau du cerveau, organe fortement affecté par 
l’exposition prénatale à l’alcool et à l’origine de plusieurs symptômes du TSAF. Nous en 
connaissons donc encore que très peu sur les mécanismes derrière une exposition prénatale à 
l’alcool. L’effet d’une exposition unique et critique (binge-like exposure) est aussi très peu 
étudié, particulièrement pendant la période préimplantatoire. Les effets épigénétiques, entre 
autres, sont totalement inconnus, à l’exception des découvertes sur le gène H19 étudié par 
Haycock en 2009 (160). La période préimplantatoire est pourtant une période critique de la 
reprogrammation épigénétique où des perturbations environnementales peuvent causées des 
dérégulations du programme fœtal qui affecteront le développement cérébral et persisteront 
pendant la suite du développement embryonnaire, l’enfance et la vie adulte. 
Au cours des dernières années, le taux de consommation d’alcool chez les femmes en 
âge de procréer a considérablement augmenté. Particulièrement, le taux de consommation 
excessive ou binge drinking, soit pour une femme moyenne la prise de plus de quatre 
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consommations à l’intérieur de deux heures, a augmenté de 17.5% entre 2005 et 2012 (213). En 
plus de cela, le taux de consommation d’alcool pendant la grossesse est aussi en hausse à travers 
le monde. Il a d’ailleurs été démontré qu’une consommation d’alcool excessive unique engendre 
des conséquences plus graves chez l’enfant qu’une prise d’alcool chronique (214). Ces chiffres 
inquiétants font dire à plusieurs études que le taux d’enfants atteints d’un TSAF sera en hausse 
au cours des prochaines années (213, 215, 216). 
Des études estiment qu’au Canada et à travers le monde près de 40% des grossesses ne 
sont pas planifiées. Au Canada seulement, cela représente environ 160 000 enfants par année 
(217) dont les premiers jours de vie embryonnaire ont pu se faire dans un environnement sous-
adéquat puisque leurs mères ignoraient complètement qu’elles étaient enceintes. Il est important 
de se rappeler que même si l’embryon n’est pas encore implanté, l’environnement maternel peut 
tout de même l’affecter. Étant donné qu’il a été démontré que la période préimplantatoire est 
une période où l’embryon est particulièrement sensible à l’environnement externe, la 
connaissance des mécanismes derrière une perturbation à ce stade est critique si nous voulons 
déterminer l’impact d’EPA sur la fonction des cellules du cerveau.  
À la naissance, le TSAF passe souvent inaperçu étant donné que beaucoup des problèmes 
reliés à cette condition sont des troubles neurodéveloppementaux (TND) et qu’il n’existe aucune 
méthode moléculaire de diagnostic. Les TND sont souvent détectés plus tard lorsque l’enfant 
éprouve des difficultés scolaires et sociales ce qui le prive de suivi et de soutien adéquat pendant 
toutes ses premières années de vie. Considérant que la prévalence du TSAF dans la population 
est de 2 à 5%, parfois même plus dans certaines populations vulnérables (125), un nombre 
énorme d’enfants souffrant possiblement d’un TND est privé de soins adéquats. Il est donc 
urgent de développer nos connaissances sur les mécanismes moléculaires et les manifestations 
épigénétiques derrière le TSAF afin de permettre une prise en charge immédiate des enfants 
atteints dès leur naissance et, éventuellement, de développer des traitements épigénétiques afin 






Notre hypothèse de recherche est qu’un environnement in oviduct néfaste résultant d’une 
exposition prénatale à l’alcool (EPA) unique pendant la période préimplantatoire perturbera la 
bonne mise en place du programme épigénétique embryonnaire et causera des altérations 
épigénétiques et développementales au niveau du cerveau et du placenta.  
 
Figure 11. Schéma des profils de méthylation au cours du développement 
embryonnaire et les tissus affectés par une exposition prénatale à l’alcool au stade 8-
cellules. Adapté de Legault et al., 2017 (71). 
 
3. Objectifs  
 
Nous avons établi au laboratoire un modèle murin d’alcoolémie fœtale imitant une 
consommation excessive d’alcool (binge) durant la première semaine de grossesse chez 
l’humain. En utilisant ce modèle, l’objectif général du projet est de déterminer comment une 
exposition prénatale à l’alcool pendant la période préimplantatoire affectera le développement 
embryonnaire et les profils de méthylation d’ADN. Les résultats présentés ici vont répondre à 
deux sous-objectifs de ce grand projet de recherche. 
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3.1 Caractérisation des anomalies morphologiques 
 
Je déterminerai d’abord l’étendue des anomalies morphologiques chez l’embryon et le 
placenta (E10.5, E18.5) suite à une exposition prénatale à l’alcool pendant la période 
préimplantatoire à l’aide d’un système d’évaluation morphologique. 
 
3.2 Analyse préliminaire des profils d’expression génique 
 
Une étude préliminaire des profils d’expression génique par qPCR sera ensuite réalisée 
afin de valider l’effet de notre exposition à l’alcool sur des gènes impliqués dans le 
développement embryonnaire, le développement du système nerveux et les modifications 
épigénétiques. Une liste de 12 gènes dont les profils d’expression sont altérés dans divers 
modèles d’expression à l’alcool dans la littérature seront testés dans cette évaluation sommaire 
de l’expression génique dans le cerveau antérieur. Les profils d’expression seront aussi étudiés 
en fonction du sexe de l’embryon. 
 
3.3 Établissement des profils de méthylation 
 
Je déterminerai ensuite comment une exposition prénatale à l’alcool pendant la période 
préimplantatoire affectera les profils de méthylation d’ADN du cerveau antérieur de l’embryon 
et du placenta à mi-gestation (E10.5) par Reduced Representation Bisulfite Sequencing (RRBS). 
Les changements de méthylation seront caractérisés selon leur localisation chromosomique et 
génomique et la catégorie des gènes atteints afin d’avoir une meilleure compréhension des 
fonctions pouvant être affectées par les perturbations des profils de méthylation d’ADN. En 
étudiant particulièrement le cerveau antérieur et le placenta, nous souhaitons, d’une part, 
comprendre comment le développement cérébral et nerveux est atteint et pourrait expliquer 
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plusieurs troubles neurodéveloppementaux chez les enfants souffrant de TSAF. D’autre part, 
nous souhaitons aussi évaluer comment les tissus extra-embryonnaires découlant de cellules aux 
profils de méthylation perturbés seront atteints après leur spéciation en cellules du 
trophectoderme. Les changements de méthylation au niveau du placenta et du cerveau seront 
aussi étudiés en fonction du sexe afin de déterminer si certaines différences de méthylation 
spécifiques au sexe sont entrainées par l’exposition à l’alcool. 
 
4. Matériel et méthode 
 
4.1 Modèle murin TSAF et analyses visuelles lors des dissections 
 
Afin de réaliser ces objectifs, j’ai d’abord mis en place un modèle murin d’alcoolisation 
fœtale. Pour les raisons expliquées plus haut, nous avons choisi de cibler de façon précise le 
stade 8-cellules de la période préimplantatoire qui correspond au jour embryonnaire 2.5 (E2.5) 
chez la souris. Le protocole développé et les expériences réalisées avec les souris ont été faits 
en symbiose avec la règlementation du Conseil canadien de protection des animaux (CCPA) et 
approuvés par le Comité institutionnel des bonnes pratiques animales en recherche (CIBPAR) 
du Centre de recherche du CHU Ste-Justine, protocole #604. 
Les souris femelles C57BL/6 d’environ 8 semaines sont accouplées avec un mâle de 
même souche génétique. Le matin où un bouchon vaginal est présent est désigné comme le jour 
embryonnaire E0.5. L’exposition à l’alcool est faite en utilisant un protocole de consommation 
excessive d’alcool (binge drinking) déjà décrit dans la littérature (138) et qui permet d’obtenir 
une concentration sanguine d’alcool équivalente à 200-300mg/dL chez l’humain. Nous 
procédons ainsi à l’injection des femelles gestantes à E2.5 avec deux doses de 2.5g/kg d’éthanol 
50% de façon sous-cutanée données avec deux heures d’intervalle entre les deux doses. Cette 
dose permet d’obtenir une concentration sanguine d’alcool chez la souris d’environ 200mg/dL 
pendant 4 heures (218). Les contrôles sont injectés avec de la saline 0,15M plutôt que de 
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l’éthanol. Une approche d’injection d’EtOH est utilisée afin de créer un environnement de 
consommation excessive (binge-like exposure) plutôt qu’un modèle de gavage afin de réduire 
l’impact du stress maternel induit par la méthode et introduisant beaucoup de variabilité dans 
les résultats (11, 196). Au jour E2.5, nous avons validé que nous injections bien au stade 8-
cellules en procédant au rinçage des trompes d’une femelle gestante au jour E2.5 et en procédant 
au décompte des cellules pour chaque embryon par microscopie. 
Les embryons au jour embryonnaire E10.5 (mi-gestation) et E18.5 sont prélevés et 
évalués selon des critères établis pour divers défauts morphologiques et anomalies de 
développement (e.g., structure cérébrale anormale, hémorragie cérébrale, anomalie du tube 
neural, polyploïdie, défaut oculaire, etc.). Les tissus seront, entre autres, pesés (E18.5 
seulement), mesurés et photographiés afin de déterminer si l’exposition à l’alcool a un effet sur 
la croissance normale et l’apparence du tissu. Les mesures sont prises à l’aide du logiciel LasX 
de Leica MicroSystems qui permet des mesures précises des régions voulues. Ces mesures pour 
l’embryon sont la longueur couronne-croupe de l’embryon, la hauteur de la tête, la distance 
entre le nez et le derrière de la tête, la longueur du cerveau supérieur (E10.5), la distance entre 
les yeux (E18.5 seulement) et la largeur de la tête (E18.5 seulement). Les différentes mesures 
prises peuvent être visualisées à la Figure 12. Pour le placenta, l’aire est déterminée (largeur x 
longueur). En attendant les résultats d’expériences d’analyse histologique en cours, une analyse 
subjective sur l’aspect visuel a été effectuée afin de déterminer le niveau de vascularisation du 
placenta. Certains placentas ayant été exposés à l’alcool semblaient, en effet, montrer une 
présence accrue de sang qui sera confirmée par histologie. Une analyse par chi-carré a été 
réalisée afin de déterminer si les embryons exposés à l’alcool présentaient significativement 
plus d’anomalies morphologiques et si les mères exposées étaient plus sujettes de porter au 
moins un embryon portant une anomalie. Des analyses statistiques ont aussi été réalisées par 
unpaired t test avec test de Kolmogorov-Smirnov afin de déterminer si les différentes mesures 
et tailles prises pendant les dissections étaient statistiquement différentes entre les deux 
conditions. Il est important de noter que pour ces deux analyses, les embryons qui étaient 
expulsés du sac vitellin lors de la dissection sont exclus puisque la pression et la force engendrée 
par l’expulsion déforment gravement l’embryon ce qui empêche d’identifier clairement si un 
défaut d’origine embryonnaire est présent ou non. Ainsi, un total de 115 embryons provenant 
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de 16 mères exposées à l’alcool et 91 embryons provenant de 13 mères contrôles ont été utilisés 
pour les analyses statistiques au stade E10.5. Pour le stade E18.5, 84 embryons provenant de 11 
mères exposées à l’alcool et 62 embryons provenant de 8 mères contrôles ont été analysés. 
 
 
Figure 12. Mesures prises lors de la dissection des embryons au jour E10.5. A. 
Longueur couronne-croupe (E10.5 et E18.5). B. Hauteur de la tête (E10.5 et E18.5). C. 
Distance nez-derrière de la tête (E10.5 et E18.5). D. Taille du cerveau (E10.5 et E18.5). 
E. Distance entre les yeux (E18.5). F. Largeur de la tête (E18.5) 
 
Le placenta et le cerveau antérieur (forebrain) des embryons seront isolés afin d’établir 
les profils de méthylation de ce tissu spécifique. Le cerveau antérieur est particulièrement 
visé en raison de son rôle dans plusieurs phénotypes du TSAF et de son implication dans 
la formation de certaines portions du visage atteinte chez les enfants atteints de la forme 
grave du TSAF (voir section 1.3.1). 
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4.2 Sexage des embryons 
 
Les embryons de souris sont sexés par un protocole de PCR utilisant l’ADN extrait du 
sac vitellin. L’ADN est extrait par purification sur colonne (Biobasic #BS628) et une 
amplification PCR est faite en utilisant des amorces pour une région du gène Ddx3 (voir Tableau 
IV pour les séquences) qui amplifieront une bande d’environ 745 bp sur le chromosome X et 
une bande d’environ 676 bp sur le chromosome Y. Après migration sur gel d’agarose 2%, il est 
ainsi possible de déterminer si l’embryon est de sexe mâle (2 bandes) ou femelle (1 bande 
intense). 
 
Tableau IV.Séquences des amorces utilisées pour le sexage des embryons. 




4.3 Expression génique par PCR quantitative 
 
Des oligonucléotides pour 12 gènes reliés au système nerveux (Nestin, Dclk2, Akt1, 
Fabp7), au développement (Eed, Igf2) ou à divers processus épigénétiques (Dnmt1, Ehmt1, 
Ehmt2, Ezh2, Ash2l, Wdr5) furent établis avec le logiciel Primer3 et optimisés par qPCR sur 
l’appareil LightCycler 96 de Roche avec l’enzyme QPCRBIO SyGreen blue mix Lo-Rox 
Bluemix (D-Mark #PB20.15-05). L’ARN de 11 cerveaux antérieurs contrôles et 20 cerveaux 
antérieurs exposés à l’éthanol fut extrait avec le kit DNA/RNA micro kit (QIAGEN #80284) 
puis converti en cDNA avec l’enzyme SuperScript IV (ThermoFisher Scientific #18090-050) 
en suivant les protocoles du manufacturier pour ces étapes. Les qPCR ont été faites en triplicata 
pour tous les échantillons en utilisant le gène Hprt1 comme gène contrôle. Ce gène fut choisi 
pour sa stabilité supérieure dans nos conditions (en comparaison avec Gapdh et Pgk1). Plusieurs 
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essais dans la littérature ont aussi montré que l’expression d’Hprt1 est stable et reproductible 
dans plusieurs conditions (219-223). Les résultats de qPCR ont été analysés par la méthode des 
Delta Ct et de la quantification relative (fold change) comme décrite dans Bustin et al., 2009 
(224). 
 
4.4 Analyse des profils de méthylation par RRBS 
 
Les profils de méthylation ont été établis de façon quantitative à partir d’ADN de 
cerveaux antérieurs ainsi que de placentas en utilisant la technique de Reduced Representation 
Bisulfite Sequencing (RRBS). Nous avons établi les profils de méthylation des cerveaux 
antérieurs et des placentas sur 8 échantillons contrôles (4 mâles et 4 femelles) et 12 échantillons 
exposés à l’alcool (6 mâles et 6 femelles) provenant d’embryons au stade E10.5. Les 
échantillons ont été choisis aléatoirement de façon à obtenir un nombre égal de mâles et de 
femelles et les deux tissus d’un même embryon devaient être disponibles. Étant donné que ce 
ne sont pas tous les embryons d’une même portée qui seront affectés de la même façon par 
l’alcool, nous avons choisi d’analyser un nombre plus élevé d’échantillons ETOH afin de 
statistiquement identifier les régions similaires ayant subi une perturbation de méthylation de 
l’ADN dans chaque embryon. Pour les échantillons exposés à l’éthanol, nous avons sélectionné 
un nombre égal d’embryons ou de placentas morphologiquement atteints et de tissus 
visuellement non affectés. Les librairies de RRBS sont faites individuellement pour chaque tissu 
de chaque échantillon. De cette façon, les profils de méthylation pour chacun des échantillons 
sont établis individuellement et permettront des analyses de sous-catégorie d’échantillons (par 
exemple, analysé seulement la méthylation des échantillons morphologiquement atteints en 
comparaison à celles des contrôles) dans la suite du projet. 
Le RRBS est une approche réduite à l’échelle du génome entier qui permet d’obtenir une 
vue d’ensemble des profils de méthylation du génome sans devoir séquencer le génome entier. 
Cette technique donne des résultats pour environ 10-15% des 20 millions de CpGs chez la souris 
(9). Elle a démontré une bonne reproductibilité dans diverses études provenant de différents 
types de tissus ou différentes espèces (225-229). 
 
60 
Nous avons développé notre propre protocole de RRBS (230) en nous basant sur des 
méthodes déjà existantes (231, 232). Brièvement, nous procédons à l’extraction de l’ADN 
génomique à l’aide du QIAamp DNA micro kit (QIAGEN #56304) en utilisant du EB (QIAGEN 
#19086) plutôt que du AE pour l’élution. Nous procédons, par la suite, à la digestion de 500ng 
d’ADN pendant 16h avec l’enzyme Msp1 (NEB #R0106M). Cette enzyme coupe, en fait, à 
l’intérieur de CpGs ce qui permet d’obtenir des fragments d’ADN digérés contenant au moins 
deux CpGs, soit un à chaque extrémité. Après une étape de gap filling et d’ajout d’un nucléotide 
adénosine à l’aide de l’enzyme Kleenow 3’-5’ (NEB #M0212M), des adaptateurs méthylés 
(NEB #E7535L) sont ligués aux fragments d’ADN par la T4 ligase (NEB #M0202M) avant la 
conversion des fragments d’ADN au bisulfite de sodium (QIAGEN #59824) qui convertit les 
cytosines non méthylées en uracile. Il est ainsi très important d’utiliser des adaptateurs qui sont 
méthylés afin de conserver la séquence de ceux-ci et d’éviter qu’elle soit convertie par le 
traitement au bisulfite de sodium. Des librairies sont, par la suite, amplifiées à partir des 
fragments d’ADN converti à l’aide d’index compatible avec les technologies de séquençage 
d’Illumina (NEB #E7535L). Pour cette étape, nous avons développé une méthode de PCR 
quantitative qui permet de visualiser directement l’amplification des échantillons et d’arrêter la 
réaction pendant la phase linéaire d’amplification, évitant ainsi la suramplification des librairies. 
Cette suramplification, qui débute lorsque la courbe atteint une phase de plateau, favorise 
l’amplification de fragments chimériques, c’est-à-dire un seul amplicon comportant plusieurs 
portions de séquences de plusieurs fragments (233, 234). Ces amplicons chimériques seront 
séquencés inutilement puisque les analyses bio-informatiques rejetteront ces séquences 
inconnues du génome de référence. Les librairies sont donc générées par qPCR sur l’appareil 
LightCycler96 de Roche à partir de l’ADN converti au bisulfite en utilisant l’enzyme Pfu Cx 
Turbo HotStart (Agilent #600414) et en ajoutant du SYBR Green (LifeTechnologies #S7563) 
pour le suivi de la réaction qui est arrêtée tout juste avant la phase de plateau. Une étape de 
sélection des tailles est finalement réalisée par couplage avec billes magnétiques Agencourt 
AmPure XP (Beckman-Coulter #A63881) afin de sélectionner les librairies en 200 et 300 paires 
de base pour le séquençage. Un résumé de ces étapes peut être visualisé à la Figure 13. 
Les échantillons sont séquencés sur l’appareil d’Illumina HiSeq 2500, de façon 125bp 
paired-end, ce qui séquence le fragment à partir des deux extrémités. Ceci permet donc d’obtenir 
 
61 
des lectures de séquençage pairées, c’est-à-dire une paire de séquence correspondant au 
séquençage d’un même fragment. Au total, un peu plus de 200 millions de lectures de 
séquençage sont obtenues par ligne de séquençage. 10 échantillons par ligne sont séquencés afin 
d’obtenir un minimum de 20 millions de lectures par échantillon. Le séquençage est fait à la 
plate-forme de génomique du Centre d’innovation Génome Québec et Université McGill. 
 
Figure 13. Schéma des différentes étapes du Reduced Representation Bisulfite 
Sequencing. Brièvement, l’ADN extrait est d’abord digéré avant la ligation des 
adaptateurs grâce à l’étape d’ajout d’une queue simple de A. L’ADN est, par la suite, 
converti au bisulfite de sodium avant d’amplifier les librairies par PCR. Une dernière étape 
de lavage permet de sélectionner les tailles de librairies pour le séquençage de nouvelle 
génération. Les résultats de séquençage sont finalement analysés par bio-informatique. 
Nous utilisons une approche par bio-informatique pour le traitement des données de 
séquençage. Un pipeline d’analyse déjà en place dans notre groupe de recherche nous permet 
de déterminer de façon statistique et stringente les régions différentiellement méthylées de nos 
échantillons exposés à l’éthanol versus nos contrôles (32, 95). Brièvement, les lectures brutes 
de séquençage sont d’abord converties au format fastq, puis, on retire les adaptateurs servant à 
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reconnaître l’échantillon au séquençage et les séquences de faible qualité avec le logiciel Trim 
Galore version 0.3.3. Les lectures sont, par la suite, alignées au génome de référence, dans notre 
cas le génome murin version mm10 avec le logiciel bsmap (version 2.90) conçu spécifiquement 
pour être en mesure de procéder à l’alignement des séquences converties au bisulfite de sodium 
(235). Ce logiciel permet aussi de déterminer les cytosines qui étaient méthylées et celles non 
méthylées pour chaque librairie individuelle. Les données de méthylation obtenues par bsmap 
sont, par la suite, formatées par le « package » Methylkit sur le logiciel R (236). À partir de ces 
données, un script R maison, développé par notre collaborateur en bio-informatique permet 
d’obtenir les régions différentiellement méthylées entre l’ensemble des librairies de chaque 
condition. Ce script compare le génome par tuile de 100 paires de base. Pour être valide dans 
l’analyse, chaque tuile doit contenir au moins deux CpGs, donc deux mesures de méthylation, 
et avoir une couverture de séquençage d’au moins 10X. Une tuile est dite différentiellement 
méthylée ou DMT, lorsque la différence du pourcentage de méthylation des échantillons 
contrôles et ceux traités est d’au moins 20% avec une q-value inférieur à 0.01. Au total, environ 
250 000 tuiles sont générées et analysées par ce script comparatif. Pour une tuile donnée, la 
moyenne du pourcentage de méthylation de chacune des librairies d’un tissu contrôle (cerveau 
antérieur ou placenta) est ainsi comparée à la moyenne du pourcentage de méthylation de 
l’ensemble des librairies EtOH du même tissu. 
 
4.5 Analyses complémentaires des régions différentiellement 
méthylées 
 
Après avoir déterminé les régions différentiellement méthylées dans les embryons 
E10.5, plusieurs analyses complémentaires sont réalisées pour en apprendre plus sur ces régions. 
Le logiciel Bedtools (version 2.26.0) (237) est utilisé pour déterminer si les régions affectées se 
retrouvent dans des ilots CpGs (ICG), aux abords des ilots ou très loin de ceux-ci (CpG island, 
Shores, Shelves, Open sea (Figure 14). Nous utilisons les données publiques disponibles sur le 
site du UCSC pour les coordonnées des ilots CpGs et selon des standards établis par la 
littérature, nous pouvons ensuite déterminer la proximité de si la région et de l’ilot. Ce logiciel 
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permet aussi de déterminer les tuiles qui se retrouvent dans les éléments répétés et les régions 
de contrôle de l’empreinte (imprinted control regions) grâce à la comparaison des coordonnées 
génomiques.  
 
Figure 14. Représentation visuelle des ilots CpG et des régions adjacentes à ceux-ci. 
 
Une étape d’annotation avec le logiciel Homer (version 4.1) (238) permet de déterminer 
dans quel gène les régions différentiellement méthylées sont situées. Par la suite, une analyse 
d’ontologie génique en utilisant l’outil Metascape (239), disponible sur le web, permet de 
déterminer si les régions affectées sont enrichies pour certaines voies métaboliques ou processus 
biologiques. Les analyses ont été faites à l’aide des paramètres par défaut. 
Le logiciel bio-informatique R permet aussi de faire de nombreuses analyses de 
comparaison, de recherches d’éléments communs et de générer certains types de graphiques. 
Outre son utilisation dans le pipeline, R a, entre autres, été utilisé pour identifier les régions 
communes entre le placenta et le cerveau antérieur et générer certains graphiques.  
Toutes ces analyses subséquentes permettront de déterminer si certaines régions du 







5.1 Anomalies morphologiques à mi-gestation suite à une 
exposition à l’alcool pendant la période préimplantatoire  
 
Plusieurs exemples dans la littérature démontrent qu’une exposition prénatale à l’alcool 
(EPA) pendant la période préimplantatoire peut entraîner différentes anomalies plus tard au 
cours du développement in utero (e.g., malformations cérébrales et craniofaciales, retard de 
croissance) (160, 206, 212). Cependant, les conséquences exactes reliées à une EPA de type 
binge-drinking (e.g., absorption rapide de grandes quantités d'alcool) à un stade précis de la 
préimplantation demeurent inconnues. Afin de déterminer l’étendue des anomalies 
morphologiques précisément associées à ce type de consommation pendant la période 
préimplantatoire, nous avons établi un nouveau modèle ciblant le jour embryonnaire 2.5 (E2.5 : 
embryon 8-cellules). Des femelles gestantes au jour E2.5 ont été injectées avec 2.5g/kg 
d’éthanol ou de la saline (0.15M) pour les contrôles à 2h d’intervalle. Au jour E10.5 (mi-
gestation chez la souris), nous avons effectué des césariennes pour récolter les embryons afin 
de les évaluer à l’aide d’un système d’évaluation dysmorphologique. Aucune différence n’a été 
observée au niveau du nombre moyen d’embryons vivants à mi-gestation entre les contrôles 
(moyenne de 8.1 embryons, n= 13 mères) et les EtOH (moyenne de 7.5 embryons, n= 16 mères) 
(Figure 15). Cependant, le nombre d’embryons des mères exposées à l’lacool montre plus de 
variabilité que chez les mères contrôles. D’ailleurs, trois mères exposées à l’alcool avaient une 
nombre beaucoup plus petit d’embryons vivants que la moyenne dans les autres mères du même 
groupe. Comme critère d’évaluation morphologique pour les embryons (Ctrl n = 91 et EtOH n 
= 115), nous avons noté les déformations, la présence anormale de sang dans le cerveau ainsi 
que l’apparence générale de l’embryon afin d’évaluer s’il y avait un retard dans le 
développement (exemple d’anomalie morphologique aux Figures 16 (E10.5) et 18 (18.5)). Pour 
les placentas (Ctrl n = 91 et EtOH n = 115), nous avons principalement déterminé la taille et 




Figure 15. Nombre d’embryons pour chacune des conditions aux stades E10.5 et 
E18.5. Stade E10.5; Ctrl n = 13 et EtOH n = 16. Stade E18.5; Ctrl n = 8 et EtOH n = 11. 
 
Lors de la prise de ces mesures, nous avons observé diverses malformations mineures 
ou sévères chez les embryons et les placentas ayant été exposés à l’alcool. Nous avons observé 
qu’un nombre significativement plus élevé d’embryons exposés à l’alcool présentait des 
anomalies morphologiques visibles (tout type confondu) en comparaison avec les embryons 
contrôles (27.83% vs 5.49%, p = 3.4x10-5). Les placentas présentaient aussi des défauts 
morphologiques apparents, principalement une décoloration (e.g., une apparence moins foncée) 
qui pourrait indiquer un possible manque de vascularisation. 7.83% des placentas exposés à 
l’alcool montraient des anomalies, soit significativement plus que les placentas contrôlent où 
aucune anomalie n’a été perçue (p = 0.0064) (Figure 16 et Tableau V). Ces résultats démontrent 
que notre modèle d’exposition prénatale à l’alcool qui imite une consommation excessive 
d’alcool à un stade précis de la période préimplantatoire cause une augmentation significative 
dans le nombre d’anomalies morphologiques observées à mi-gestation tant chez l’embryon que 





Figure 16. Les embryons et placentas à mi-gestation exposés à l’alcool présentent 
plus d’anomalies morphologiques. A. Pourcentage d’embryons et de placentas 
présentant une anomalie morphologique à mi-gestation. B. Embryon contrôle (en haut à 
gauche) et trois exemple d’anomalies morphologiques présentes au cerveau chez les 
embryons exposés à l’alcool soit une déformation du cerveau (en haut à droite) ou une 
présence anormale de sang au cerveau (en bas). C.  Embryon contrôle (gauche) et embryon 
EtOH avec un retard de croissance sévère (à droite). Ctrl n = 91 ; EtOH n = 115. Embryon 
* p = 3.4x10-5 et placenta * p = 0.0064 par test chi-carré. 
 
Bien qu’un nombre plus élevé d’embryons et de placentas présentent un défaut 
morphologique, nous voulions savoir si ces tissus provenaient d’un nombre restreint de mères 
ou si les tissus morphologiquement atteints étaient plutôt retrouvés de façon ponctuelle chez la 
plupart des mères exposées à l’alcool. Nous avons donc utilisé les données relevées lors de la 
prise de mesure afin de déterminer combien de mères portaient au moins un embryon présentant 
une anomalie morphologique. Pour les embryons, nous obtenons que 15 mères sur un total de 
16 traités à l’alcool avaient au moins un embryon affecté visuellement, soit significativement 
plus que les 4 mères sur 13 traitées à la saline (p = 0.0004). Au niveau du placenta, 5 mères sur 
16 exposés à l’alcool portaient au moins un embryon affecté visuellement, soit significativement 
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plus que chez les souris contrôles où aucune mère ne portait de placenta anormal (p = 0.02). Les 
mères exposées à l’alcool sont donc plus susceptibles de porter au moins un embryon ou un 
placenta présentant une anomalie visuelle à mi-gestation. Ces résultats montrent bien que les 
tissus anormaux ne proviennent pas d’un nombre restreint de mères, mais plutôt qu’un ou 
quelques embryons par portée présentent au moins un défaut morphologique en réponse à 
l’exposition prénatale à l’alcool pendant la préimplantation. 
 
Tableau V.Embryons et placentas présentant une anomalie à E10.5 
 
Ctrl  
(n = 91) 
EtOH  
(n = 115) 
Valeur X2 p-value 
Embryons avec une anomalie 5 32 17.19 3.4x10-5 
Mères avec au moins un embryon 
anormal 
4 13 12.59 0.0004 
Placentas avec une anomalie 0 6 7.45 0.0064 
Mères avec au moins un placenta 
anormal 
0 5 4.91 0.0267 
Chi-carré 
 
Puisqu’une exposition prénatale à l’alcool peut mener à des retards de croissance ou des 
anomalies de croissance chez les embryons et placentas (160, 212), nous avons voulu déterminer 
si notre modèle d’EPA, pendant la préimplantation, entraîne ce type de conséquences. Nous 
avons effectué une série de mesures pour chaque embryon lors de leur dissection à E10.5 et la 
distribution de ces mesures est présentée à la Figure 17. Les analyses statistiques montrent une 
augmentation significative entre la longueur couronne-croupe (Ctrl = 4.34mm vs EtOH = 
4.60mm, p < 0.01), la distance entre le nez et le derrière de la tête (Ctrl = 1.79mm vs EtOH = 
1.95mm, p < 0.05), la hauteur de la tête (Ctrl = 2.41mm vs EtOH = 2.59mm, p < 0.05) et la 
taille du cerveau (Ctrl = 1.91mm vs EtOH = 2.10mm, p < 0.01) entre les embryons contrôles et 
ceux exposés à l’éthanol (Tableau VI). Cependant, aucune différence significative au niveau de 
la taille du placenta n’a été observée entre les deux conditions. L’exposition à l’alcool affecte 
donc la croissance de l’embryon à la mi-gestation, sans toutefois causer des retards marqués 





Figure 17. Distribution des principales mesures associées à des anomalies de 
croissance à E10,5. A.  Taille (longueur) du cerveau (partie supérieure). B. Taille 
couronne-croupe de l’embryon. C. Distance nez-derrière de la tête de l’embryon. D. 
Hauteur de la tête. E. Aire du placenta. Ctrl n = 91 ; EtOH n = 115. * = p-value < 0,05 ** 
= p-value < 0,01 par unpaired t test avec test de Kolmogorov-Smirnov. 
 
Tableau VI.Mesures associées à des anomalies de croissance à E10.5 
 
Moyenne Ctrl 
(n = 91) 
Moyenne EtOH 





4.34 4.60 0.0032 ** 
Distance nez-derrière tête (mm) 1.79 1.95 0.0253 * 
Hauteur de la tête (mm) 2.41 2.59 0.0012 ** 
Taille cerveau (mm) 1.91 2.10 0.0096 ** 
Taille placenta (aire) (mm2) 17.30 15.74 0.0889 ns 
unpaired t test, avec test de Kolmogorov-Smirnov 
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5.2 Anomalies morphologiques chez les embryons et placentas à 
E18.5 exposés à l’alcool pendant la préimplantation 
 
Afin de déterminer si les anomalies présentes à mi-gestation (E10.5) étaient toujours 
présentes et perceptibles juste avant la naissance, nous avons récolté et évalué des embryons au 
jour E18.5. À ce stade, 19.05% des embryons exposés à l’alcool présentaient une des diverses 
anomalies morphologiques visibles par microscopie, soit significativement plus que les 3.23% 
observés chez les embryons contrôles (p = 0.0025). Le pourcentage d’anomalies placentaires 
est aussi plus élevé chez les échantillons exposés à l’éthanol (3.57%) que chez les contrôles 
(0%) où aucune anomalie n’a été observée. Par contre, ces pourcentages sont statistiquement 
non significatifs (p = 0.13) (Figure 18). Le nombre d’embryons analysés doit cependant être 
augmenté afin de pouvoir tirer des conclusions fiables pour cette analyse. Les anomalies 
placentaires observées sont surtout associées à un tissu plus épais montrant parfois des caillots 
de sang. Ces anomalies n’ont pas affecté le nombre d’embryons vivants puisqu’aucune 
différence significative n’a été observée au niveau du nombre d’embryons vivants par mère 
entre les deux conditions (moyenne de 7.7 embryons par portée, n=8 portées contrôles; moyenne 
de 6 embryons par portée, n=11 portées EtOH) (Figure 15). Comme c’était le cas pour les 
embryons à E10.5, le nombre d’embryons vivants des mères EtOH montre plus de variabilité 
que les contrôles ce nombre était aussi beaucoup plus petit pour trois mères EtOH que le nombre 
moyen d’embryons vivants des autres mères. Ces données demeurent préliminaires et nous 
augmentons présentement le nombre d’échantillons pour chaque groupe. Cependant, nous 
constatons que les embryons E18.5 ayant été exposés à l’alcool pendant la préimplantation sont 
plus sujets à présenter une anomalie morphologique que les embryons contrôles à la naissance 
et que, structuralement, les placentas ne semblent pas affectés. D’ailleurs, ces anomalies ne 
semblent pas létales in utero puisqu’elles persistent jusqu’à la fin de la gestation sans causer 




Figure 18. Les embryons et placentas à E18.5 exposés à l’alcool présentent plus 
d’anomalies morphologiques. A. Pourcentage d’embryons et de placentas présentant une 
anomalie morphologique à E18.5. B. Embryon contrôle (à gauche) et embryon EtOH 
présentant une anomalie morphologique (l’absence d’un œil) (à droite).  C.  Cerveau 
contrôle (à gauche) et cerveau EtOH, friable et présentant beaucoup de sang (à droite). D. 
Placenta contrôle (à gauche) et placenta EtOH très épais et présentant de petits caillots de 
sang (à droite). Ctrl n = 62 ; EtOH n = 84. * p = 0.0025 par test chi-carré. 
 
Nous voulions par la suite déterminer si, tout comme pour les embryons à mi-gestation, 
les embryons présentant une anomalie en fin de gestation provenaient d’une majorité de mères 
ou plutôt d’un nombre limité de mères. Nous avons ainsi déterminé, à partir des données 
récoltées, combien de mères portaient au moins un embryon ou placenta avec une anomalie 
morphologique. Au niveau des embryons, 8 mères exposées à l’alcool sur 11 étaient porteuses 
d’au moins un embryon présentant une anomalie, soit significativement plus que les mères 
contrôles où 2 mères sur 8 portaient un embryon avec une anomalie (p= 0.0397) (Tableau VII). 
Aucune différence significative n’est présente au niveau du nombre de mères portant au moins 
un placenta morphologiquement anormal. Tout comme à mi-gestation, les mères au stade E18.5 
sont plus susceptibles de porter au moins un embryon avec une anomalie morphologique. Ces 
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embryons anormaux proviennent ponctuellement de l’ensemble des mères et ne sont pas issus 
d’un nombre restreint de portées. 
 
Tableau VII.Pourcentage d’embryons et de placentas présentant une anomalie à E18.5. 
 
Ctrl 
(n = 62) 
EtOH 
(n = 84) 
Valeur X2 p-value 
Embryons avec une anomalie 2 17 9.12 0.0025 
Mères avec au moins un embryon 
anormal 
2 8 4.23 0.0397 
Placentas avec une anomalie 0 3 2.26 0.13 
Mères avec au moins un placenta 
anormal 




Puisque plusieurs modèles rapportent des différences au niveau de la croissance et de la 
taille des embryons en fin de gestation ou à la naissance (206, 210, 212), nous avons procédé à 
la prise de plusieurs mesures lors des dissections des embryons au stade E18.5 afin de déterminer 
si l’exposition à l’alcool pendant la préimplantation entraîne des retards ou dérèglements de 
croissance. Le poids des embryons ne présente aucune différence significative entre les deux 
conditions. Par contre, la distribution des longueurs couronne-croupe des embryons exposés à 
l’alcool est significativement plus petite que celle des échantillons contrôles (Ctrl = 20.05mm 
vs EtOH = 19.38mm, p < 0.05) (Figure 19 et Tableau VII). Au contraire, la distance entre le 
nez et le derrière de la tête est légèrement, mais significativement, plus grande chez les 
embryons exposés à l’alcool (Ctrl = 10.36 mm vs EtOH = 10.96mm, p < 0.05) (Figure 19 et 
Tableau VII). Les autres mesures prises ne présentaient pas de différences significatives entre 
les deux conditions (p < 0.05). Les poids des placentas exposés à l’alcool sont significativement 
supérieurs aux placentas contrôles  (Ctrl = 0.0553g vs EtOH = 0.0642g, p < 0.01) (Figure 19 et 
Tableau VII) alors qu’aucune différence significative n’est observée au niveau de la taille de 
celui-ci. Le ratio du poids fœtal sur le poids du placenta est, pour sa part, significativement 
inférieur chez les embryons exposés à l’EtOH par rapport aux échantillons contrôles (Ctrl = 
20.99 vs EtOH = 19,               p < 0.001). Nos résultats démontrent qu’une exposition à l’alcool 
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pendant la préimplantation causera des anomalies de croissance durant la gestation qui 
perdureront longtemps après la période d’exposition et sont ainsi visibles en fin de gestation. 
 
Figure 19. Distribution des principales mesures associées à des anomalies de 
croissance à E18,5. A. Poids de l’embryon. B. Poids du cerveau. C. Longueur couronne-
croupe. G. Distance entre les yeux. D. Distance nez-derrière de la tête de l’embryon. E. 
Hauteur de la tête. F. Largeur de la tête. H. Poids du placenta. I. Taille (aire) du placenta. 
J. Ratio poids embryon/placenta. Ctrl n = 62 ; EtOH n = 84. * = p-value < 0,05 ** = p-




Tableau VIII.Mesures associées à des anomalies de croissance à E18.5 
 
Moyenne Ctrl 
(n = 62) 
Moyenne EtOH 
(n = 84) 
p-value 
 
Poids embryon (g) 1.16 1.13 0.1926 ns 
Poids cerveau (g) 0.0615 0.0637 0.5105 ns 
Longueur couronne-croupe 
(mm) 
20.05 19.38 0.0364 * 
Distance nez-derrière tête 
(mm) 
10.36 10.96 0.038 * 
Hauteur de la tête (mm) 6.63 6.89 0.0501 ns 
Largeur de la tête (mm) 6.72 6.69 0.7092 ns 
Distance entre les yeux (mm) 4.20 4.21 0.948 ns 
Poids placenta (g) 0.0553 0.0642 0.0067 ** 
Taille placenta (aire) (mm2) 40.33 39.71 0.7293 ns 
Ratio poids foetal/placental 20.99 19 0.0005 *** 
unpaired t test, avec test de Kolmogorov-Smirnov 
 
5.3 Expression génique modifiée chez les cerveaux antérieurs à mi-
gestation exposés à l’alcool pendant la préimplantation 
 
Plusieurs modèles variés d’exposition prénatale à l’alcool ont montré des différences 
significatives d’expression génique dans différents modèles cellulaires. Afin de déterminer si 
notre exposition à l’alcool pendant la période préimplantatoire a un effet sur la modulation du 
transcriptome du cerveau antérieur, nous avons réalisé une étude sommaire par qPCR sur l’ARN 
extrait des cerveaux antérieurs. Les 12 gènes choisis démontrent une expression altérée dans 
divers autres modèles d’exposition prénatale à l’alcool et sont reliés à l’épigénétique (Dnmt1, 
Ehmt1, Ehmt2, Ezh2, Ash2l et Wdr5), au système nerveux (Nestin, Dclk2, Akt1 et Fabp7) et au 
développement (Eed et Igf2) (163, 185). Sur les 12 gènes testés, 11 montrent une différence 
significative d’expression relative au gène contrôle Hprt1 entre les échantillons exposés à 
l’alcool (n = 20) et les contrôles (n = 11) (Figures 20 - 22). Nous remarquons ainsi que seul le 
gène Fabp7 semble exprimé de façon similaire entre les 2 conditions et ne montre pas de 
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différences d’expression significatives. Cette expérience préliminaire démontre que la 
régulation de l’expression de nombreux gènes dans le cerveau antérieur est affectée par une 




Figure 20. Expression génique altérée par qPCR dans certains gènes reliés à la mise 
en place et au maintien de modifications épigénétiques dans les cerveaux antérieurs 
d’embryons E10.5 exposés à l’alcool pendant la préimplantation.. Expression relative 
des gènes A. Dnmt1, B. Ehmt1, C. Ehmt2, D. Ezh2, Ash2l, F. Wdr5. L’expression de Hprt1 
a été utilisée comme référence contrôle dans le calcul statistique par unpaired t test avec 






Figure 21. Expression génique altérée par qPCR dans certains gènes reliés au 
développement et au fonctionnement du système nerveux dans les cerveaux 
antérieurs d’embryons E10.5 exposés à l’alcool pendant la préimplantation. 
Expression relative des gènes A. Nestin, B. gène Dclk2, C. Akt1, D. Fabp7. L’expression 
de Hprt1 a été utilisée comme référence contrôle dans le calcul statistique par unpaired t 
test avec test de Kolmogorov-Smirnov. * = p-value < 0,05 ** = p-value < 0,01 Ctrl = 11 
; EtOH = 20 
 
Figure 22. Expression génique altérée par qPCR dans certains gènes reliés au 
développement embryonnaire dans les cerveaux antérieurs d’embryons E10.5 
exposés à l’alcool pendant la préimplantation. Expression relative des gènes A. Eed, B. 
Igf2  L’expression de Hprt1 a été utilisée comme référence contrôle dans le calcul 
statistique par unpaired t test avec test de Kolmogorov-Smirnov. * = p-value < 0,05 ** = 
p-value < 0,01 Ctrl = 11 ; EtOH = 20 
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5.4 Profils de méthylation altérés chez les cerveaux antérieurs à 
mi-gestation exposés à l’alcool pendant la préimplantation  
 
Plusieurs études montrent que des perturbations épigénétiques pourraient être derrière la 
dérégulation persistante de l’expression de certains gènes cruciaux impliqués dans le 
développement et fonctionnement du cerveau, et ainsi de nombreux phénotypes observés chez 
les enfants atteints du TSAF. Ici, nous avons voulu déterminer si une exposition prénatale à 
l’alcool d’un embryon préimplantatoire, menant à la perturbation d’expression génique, affecte 
également les profils de méthylation d’ADN à mi-gestation. Pour ce faire, nous avons récolté 
des cerveaux antérieurs d’embryons à mi-gestation et utilisé la technique de Reduced 
Representation Bisulfite Sequencing (RRBS) couplé avec des analyses bio-informatiques.  
Nous avons d’abord fait une analyse comparant la méthylation de tous les échantillons 
(e.g., cerveaux antérieurs) exposés à l’éthanol (n = 12) à celle de tous les échantillons contrôles 
(n = 8). Nos analyses bio-informatiques nous ont permis d’identifier 686 régions 
différentiellement méthylées (DMT ; tuile de 100pb avec une couverture de séquençage de 10X 
ou plus, contenant au moins 2 CpGs avec une différence de méthylation d’au moins 20% et une 
q-value inférieur à 0.01) à travers le génome de nos échantillons ayant subi une exposition 
prénatale à l’alcool (Figure 24). De ce nombre, 585 régions sont hyperméthylées, c’est-à-dire 
que les échantillons exposés à l’alcool ont gagné de la méthylation (>20% de méthylation) par 
rapport aux échantillons contrôles, et 101 régions sont hypométhylées, c’est-à-dire qu’elles ont 
donc perdu de la méthylation (<20% de méthylation) par rapport aux contrôles. La méthylation 
d’un grand nombre de régions dans le cerveau antérieur est donc affectée par l’exposition à 
l’alcool tôt dans la gestation. Des analyses individuelles, non présentées dans ce mémoire, 
montrent que certains embryons, en corrélation avec leur apparence morphologique, présentent 
plus ou moins de régions affectées. Cependant, pour le reste des analyses présentées ici, nous 
focaliserons sur les régions qui sont affectées dans l’ensemble des tissues (e.g., tous les contrôles 
vs tous les exposés à l’éthanol). Nous avons principalement cherché à déterminer si ces DMTs 
étaient particulièrement présentes et enrichies dans certaines régions ou structures spécifiques 
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de l’ADN associées avec la transcription et la stabilité du génome, ou ayant un impact sur le 
développement embryonnaire.  
 
5.4.1 Analyse des DMTs du cerveau antérieur dans les régions riches en 
CpGs 
 
Les régions riches en CpG, ou ilots CpG (ICG) agissent comme des régions régulatrices 
et sont surtout situées dans ou très près des promoteurs des gènes. Les ICG associés aux gènes 
fortement transcrits sont généralement très peu ou non-méthylés (26, 27) et, à l’opposé, 
deviennent fortement méthylés lorsqu’il est temps d’inactiver un gène (28). Une analyse 
comparant les coordonnées associées avec les DMTs et celles fournies par la base de données 
publiques de l’UCSC a permis de déterminer le nombre de DMTs retrouvés dans les ICG, dans 
les régions en bordure ou très éloignées de ceux-ci. Comme il est possible de le constater à la 
Figure 23, environ 30% de toutes les tuiles analysées de nos données brutes de séquençage se 
retrouvent dans les ilots CpGs alors qu’à peine 3% des régions DMTs sont dans ces régions. Au 
contraire, 50% de toutes les tuiles analysées se retrouvent dans des régions dites open sea, c’est-
à-dire à plus de 4000kb d’un ilot CpG, alors que plus de 85% des DMTs sont dans cette région. 
Les régions où la méthylation est affectée se retrouvent donc plus éloignées des régions riches 
en CpGs. Bien que le pourcentage de DMTs se retrouvant dans les ICG soit mineur, plusieurs 
des gènes associés à ces régions, dont Npdc (prolifération des cellules neurales) et le gène à 
empreinte Grb10, sont particulièrement intéressants dans notre modèle et pourraient avoir un 
impact significatif sur les différents phénotypes du TSAF. 
 
5.4.2 Analyse des DMTs du cerveau antérieur dans les éléments répétés 
 
Longtemps considérés comme des régions inutiles du génome, les éléments répétés sont, 
aujourd’hui, mieux connus pour leur implication dans la stabilité du génome et des 
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chromosomes. Afin de déterminer si nos régions différentiellement méthylées sont situées dans 
ces éléments, nous avons procédé à une analyse comparant les coordonnées de nos DMTs avec 
celles des différents éléments répétés (e.g, LINE, LTR, SINE) obtenus à partir de la banque de 
données publiques du UCSC. Comme il peut être observé à la Figure 23, la distribution des 
éléments répétés est extrêmement similaire entre l’ensemble des tuiles analysées et les DMTs 
du cerveau antérieur. Il est important de préciser que plusieurs coordonnées de régions répétées 
peuvent se retrouver à l’intérieur d’une même tuile d’analyse de 100 paires de base. Au total, 
68.37% des DMTs contiennent au moins un élément répété ce qui est similaire aux 70.18% des 
tuiles totales analysées qui contiennent au moins un élément répété (différence non significative 
par test de chi-carré). Ceci indique donc qu’aucun enrichissement particulier pour un type 
d’élément répété ne se retrouve dans les régions où la méthylation est altérée. 
 
Figure 23. Les régions différentiellement méthylées du cerveau antérieur sont 
principalement éloignées des ilots CpGs et ont une distribution normale dans les 
éléments répétés. A. Distribution de toutes les tuiles du cerveau antérieur analysées dans 
les ilots CpGs et en bordure ceux-ci (n = 291639). B. Distribution des DMTs du cerveau 
antérieur dans les ilots CpGs et en bordure ceux-ci (n = 686). C. Distribution de toutes les 
tuiles du cerveau antérieur analysées dans les différents types d’éléments répétés (n = 
213411) D. Distribution des DMTs du cerveau antérieur dans les différents types 
d’éléments répétés (n = 469). 
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5.4.3 Analyse des DMTs du cerveau antérieur dans les régions du contrôle 
de l’empreinte génomique 
 
Étant donné que les perturbations, pendant la mise en place du programme épigénétique 
embryonnaire, sont connues pour avoir un impact sur la méthylation des gènes à empreinte (32, 
107), nous avons voulu, par la suite, déterminer si certaines de ces régions étaient 
différentiellement méthylées dans notre modèle. Nous avons utilisé les coordonnées des régions 
de contrôles de l’empreinte (imprinted control regions) de 24 gènes à empreinte bien 
caractérisés et nous les avons comparées avec les coordonnées de nos DMTs. Nous avons trouvé 
des changements de méthylation pour deux gènes à empreinte, soit une augmentation de la 
méthylation de 21% dans le centre d’empreinte du gène Grb10 et une augmentation de 45% 
dans le centre d’empreinte du gène Zrsr1. La perturbation que nous causons par notre exposition 
à l’alcool pendant la reprogrammation épigénétique entraine donc des dérégulations des profils 
de méthylation sur certaines régions du contrôle de l’empreinte dans certains gènes du cerveau 
antérieur des embryons à mi-gestation exposés à l’alcool pendant la préimplantation. 
 
5.4.4 Annotation génomique des DMTs du cerveau antérieur et implication 
fonctionnelle. 
 
Nous voulions aussi savoir concrètement quelles sont précisément les annotations 
génomiques de nos régions différentiellement méthylées, c’est-à-dire dans quelle portion du 
génome, associée à des gènes ou non, elles sont situées. L’étape d’annotation avec le logiciel 
Homer a permis de déterminer le gène correspondant à chaque région et la distribution de ces 
régions à travers les différentes portions du gène (e.g., intron, exon, promoteur) qui peut être 
visualisée à la Figure 24. Nous observons ainsi qu’une majorité de ces régions (56%) se situent 
dans des régions géniques et 44% dans des régions intergéniques. Nous avons aussi remarqué 
que certaines des régions fortement atteintes correspondaient à des gènes jouant des rôles 
majeurs dans le développement, tel Cbx2 responsable du remodelage de la chromatine et du 
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maintien de l’état de répression de plusieurs gènes pendant le développement embryonnaire et 
Wnt5a qui joue un rôle crucial dans l’embryogenèse et le signalement cellulaire (Tableau IX). 
Afin de déterminer dans quel processus biologique ou cellulaire ces régions différentiellement 
méthylées sont impliquées, nous avons procédé à une analyse d’enrichissement d’ontologie 
génique avec l’outil Metascape. Pour les DMTs du cerveau antérieur, nous obtenons 
majoritairement des voies associées au développement embryonnaire, à la morphogénèse et au 
développement du système nerveux (Figure 24).  
 
Figure 24. 686 régions différentiellement méthylées (DMTs) chez les cerveaux 
antérieurs d’embryons E10.5 exposés à l’alcool pendant la préimplantation. A. 
Volcano plot montrant le log de la q-value en fonction de la différence de méthylation 
entre les deux conditions pour chaque région analysée. Chaque point correspond à une 
tuile de 100 paires de base analysée. B. Distribution des 686 DMTs du cerveau antérieur 
à travers les portions du génome. C. Voies métaboliques les plus impliquées dans les 
DMTs géniques du cerveau antérieur déterminées par analyse d’enrichissement 
d’ontologie génique (Metascape) et exemple de gènes altérés dans les voies les plus 




Tableau IX.Exemple de gènes particulièrement affectés dans le cerveau antérieur par 
l’exposition prénatale à l’alcool et résumé de leurs fonctions. 
Gène Localisation Changement de 
méthylation 
Fonction 
Cbx2 Exon 45% Remodelage de la chromatine des histones 
pour maintenir l'état de répression de 
transcription de plusieurs gènes pendant le 
développement  
Zrsr1 Promoteur 45% Se lie à l'ADN et l'ARN ; gène à empreinte 
Wnt5a Exon 45% Rôle dans l'embryogenèse et le signalement 
cellulaire 
Eab1 Intron 43% Rôle dans le développement des reins, des 
arcs branchiaux, des yeux et des oreilles 
Edem3 Intron -48% Contrôle de qualité des protéines dans le 
réticulum endoplasmique 
 
L’ensemble de ces analyses montre bien qu’une exposition prénatale à l’alcool pendant 
la préimplantation entraine des dérégulations des profils de méthylation qui sont perpétuées dans 
le développement embryonnaire et perceptibles dans le cerveau antérieur à mi-gestation. Même 
si les régions dérégulées se retrouvent dans l’ensemble du génome, nos résultats montrent 
qu’une proportion des régions atteintes ont des fonctions spécifiques et importantes dans le 
développement ou la régulation du système nerveux. 
 
5.5 Profils de méthylation altérés chez les placentas à mi-gestation 
exposés à l’alcool pendant la préimplantation 
 
Les cellules du placenta sont dérivées du trophectoderme du jeune embryon à la suite de 
processus d’implantation. Des dérégulations épigénétiques causées par une perturbation pendant 
la préimplantation ont le potentiel d’être transmises pendant le processus de spécification 
normal des cellules du trophectoderme et donc d’affecter les cellules du placenta. Ainsi, nous 
avons voulu déterminer l’impact d’une exposition prénatale à l’alcool pendant la 
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préimplantation sur les profils de méthylation du placenta. Nous avons donc procédé à cette 
analyse avec la technique du Reduced Representation Bisulfite Sequencing suivi d’analyses bio-
informatiques. Une analyse comparant la méthylation de tous les échantillons de placentas 
exposés à l’alcool par rapport aux échantillons contrôle montre 2942 régions différentiellement 
méthylées (DMT), dont 852 régions hyperméthylées et 2090 régions hypométhylées (Figure 
26). Tout comme pour le cerveau, le placenta présente des dérégulations de ces profils de 
méthylation, en accord avec notre hypothèse de départ. Cependant, l’exposition à l’alcool 
entraine une perte de méthylation pour la majorité des régions atteintes au niveau du placenta, 
alors que nous observions un gain pour le cerveau antérieur. Par la suite, nous nous sommes 
intéressés aux différentes régions atteintes ainsi qu’à leurs fonctions cellulaires.  
 
5.5.1 Analyse des DMTs du placenta dans les régions riches en CpGs 
 
Afin de déterminer la proximité des régions différentiellement méthylées avec les 
régions riches en CpGs, nous avons donc procédé à une analyse des coordonnées génomiques 
de nos DMTs et de celles de la banque de données de l’UCSC. De façon similaire à ce qui a été 
observé dans le cerveau antérieur, seulement un peu moins de 4% des DMTs se retrouvent 
directement dans des ilots CpGs alors que plus de 30% des tuiles analysées au total en font 
partie. 86% des DMTs du placenta se retrouvent dans les régions éloignées (open sea) et un peu 
moins de 10% à moins de 4000kb (CpGs shores et CpGs shelves) (Figure 25). Les régions 
situées dans les ilots CpGs incluent des gènes tels Neurod2 (différenciation des neurones), 
Dact1 (régulation pendant le développement) et Bcl11b (répression de la transcription) dont la 
dérégulation peut avoir de graves conséquences sur le développement embryonnaire. De façon 





5.5.2 Analyse des DMTs du placenta dans les éléments répétés 
 
La distribution en éléments répétés des DMTs fut aussi analysée par comparaison des 
coordonnées. Encore une fois, aucune différence significativement dans la distribution des 
éléments LINE, SINE, LTR et autres n’est observée entre les DMTs et l’ensemble des tuiles 
analysées (Figure 25). De plus, 74.05% du total des tuiles analysées et 76.95% des DMTs du 
placenta contiennent au moins une coordonnée d’élément répété. Ces chiffres sont très similaires 
entre eux et la différence non significative indique encore une fois qu’aucun enrichissement 
pour les éléments répétés n’ait retrouvé dans les DMTs du placenta.  
 
Figure 25. Les régions différentiellement méthylées du placenta sont principalement 
éloignées des ilots CpGs et ont une distribution normale dans les éléments répétés. 
A. Distribution de toutes les tuiles du cerveau antérieur analysées dans les ilots CpGs et 
en bordure ceux-ci (n = 270244). B. Distribution des DMTs du cerveau antérieur dans les 
ilots CpGs et en bordure ceux-ci (n = 2942). C. Distribution de toutes les tuiles du cerveau 
antérieur analysées dans les différents types d’éléments répétés (n = 200109) D. 
Distribution des DMTs du cerveau antérieur dans les différents types d’éléments répétés 




5.5.3 Analyse des DMTs du placenta dans les régions du contrôle de 
l’empreinte génomique 
 
Étant donné que le modèle d’exposition prénatale à l’alcool pendant la préimplantation 
montre des dérégulations du gène à empreinte H19 dans le placenta, nous voulions déterminer 
si certaines régions de contrôle de l’empreinte allaient aussi être affectées dans notre modèle 
d’exposition. En comparant les coordonnées génomiques de nos régions différentiellement 
méthylées avec les coordonnées des régions de contrôle de l’empreinte de 24 gènes à empreinte 
bien connus, dont H19, nous avons trouvé une augmentation de la méthylation du gène Mest de 
26% chez les placentas exposés à l’alcool. L’exposition à l’alcool pendant la préimplantation 
est donc susceptible d’entrainer des dérégulations dans certaines régions de contrôle de 
l’empreinte qui sont perceptibles dans les tissus extra-embryonnaires à mi-gestation. 
Malheureusement, la région associée avec le gène H19 n’est pas couverte par nos analyses 
RRBS et sera étudiée ultérieurement. 
 
5.5.4 Annotation génomique des DMTs du placenta et implication 
fonctionnelle. 
 
Dans le but de déterminer dans quel gène sont précisément situées nos régions 
différentiellement méthylées, nous avons procédé à l’annotation des DMTs avec le logiciel 
Homer. En observant la distribution de ces régions différentiellement méthylées à la Figure 26), 
nous remarquons que nous avons majoritairement (53%) des régions intergéniques. Quelques 
exemples de gènes les plus affectés peuvent aussi être consultés au Tableau x, où nous 
remarquons des fonctions reliées au développement et à la transcription. De façon très 
intéressante, lorsque nous avons procédé à l’analyse d’ontologie génique avec l’outil Metascape, 
nous obtenons majoritairement des processus associés à la morphogénèse des organes, au 
système nerveux et la transmission synaptique (Figure 26 graphbar metascape version avec 
gènes). Les résultats sont donc très similaires avec ceux obtenus pour le cerveau antérieur et 
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donc aussi en lien avec les conséquences observées chez les enfants TSAF. Ces résultats 
démontrent bien les conséquences épigénétiques d’une exposition prénatale à l’alcool pendant 
la préimplantation sur les tissus extra-embryonnaires comme le placenta. Ces perturbations 
pourraient entraîner de graves dysfonctions placentaires et ainsi avoir un impact direct sur le 
développement adéquat de l’embryon et leur possible implication dans les pathologies des 
enfants atteints de TSAF. 
 
Figure 26. 2942 régions différentiellement méthylées (DMTs) chez les placentas 
exposés à l’alcool pendant la préimplantation. A. Volcano plot montrant le log de la q-
value en fonction de la différence de méthylation entre les deux conditions pour chaque 
région analysée. Chaque point correspond à une tuile de 100 paires de base analysée. B. 
Distribution des 2942 DMTs du placenta à travers les portions du génome. C. Voies 
métaboliques les plus impliquées dans les DMTs géniques du placenta déterminées par 
analyse d’enrichissement d’ontologie génique (Metascape) et exemple de gènes altérés 






Tableau X.Exemples de gènes particulièrement affectés dans le placenta par 
l’exposition prénatale à l’alcool et résumé de leurs fonctions. 
Gène Localisation Changement de 
méthylation 
Fonction 
Sertad3 Intron 64% Co-activateur de la transcription 
Stat6 Promoteur 46% Facteur de transcription ; rôle dans 
l'activité anti-apoptotique 
Dnah17 Exon -64% Associé aux microtubules d'axones 
(dynéine axonémale) 
Tcf23 Intron -56% Facteur de transcription impliqué dans la 
pluripotence des cellules souches 
Drosha Intron -53% Synthèse des micro-ARN 
 
5.6 Régions communes affectées chez le placenta et le cerveau 
antérieur 
 
Étant donné que les résultats précédents montrent que la méthylation d’ADN est affectée 
autant dans le placenta que dans le cerveau antérieur de l’embryon et que ces régions altérées 
sont enrichies pour des voies métaboliques similaires entre les deux tissus, nous nous sommes 
demandé si les dérégulations de méthylation au niveau du placenta pourraient en fait refléter 
l’impact au niveau du cerveau. Nous avons donc voulu savoir si certaines régions identiques 
pouvaient être affectées autant dans le cerveau antérieur que le placenta. Pour déterminer ceci, 
nous avons donc procédé à une analyse comparative des coordonnées des tuiles de 100 paires 
de base entre chacune des listes de DMTs. 21 DMTs, soit exactement la même région dont la 
méthylation est altérée dans les deux tissus, ressortent de cette analyse. De ce nombre, 10 régions 
se retrouvaient dans des régions géniques. Plusieurs gènes associés à ces régions ont d’ailleurs 
des fonctions directes en lien avec plusieurs dérégulations observées chez les enfants TSAF 
comme il peut être observé au Tableau XI. Entre autres, le gène Dclk2 est impliqué dans 
l’organisation de l’hippocampe et Lrfn4 dans la transmission synaptique. Ces deux gènes sont 
donc cruciaux pour le bon développement et fonctionnement du système nerveux. Des gènes 
reliés à l’épigénétique, comme Dnmt3a, responsable de la méthylation de novo du génome, et 
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Pdcd5, qui régule l’acétyltransférase Kat5, font aussi partie de la liste de régions communément 
affectées dans le cerveau antérieur et le placenta. Les autres gènes sont aussi extrêmement 
importants avec des fonctions connexes dans le développement (Csrp2) ou dans l’organisation 
et les fonctions cellulaires (Cacng8, Helb, Plec). Ces résultats montrent bien que l’exposition 
prénatale à l’alcool pendant la préimplantation peut affecter autant les tissus embryonnaires que 
ceux extra-embryonnaires. Les régions communes affectées autant dans le cerveau antérieur que 
dans le placenta sont particulièrement intéressantes en raison de leur lien avec plusieurs 
phénotypes et anomalies présentent chez les enfants atteints de TSAF. Il est possible que ces 
régions soient particulièrement susceptibles d’être déréglées suite à une perturbation pendant la 
préimplantation, et ce, peu importe leur tissu. 
 
Tableau XI.Liste des régions géniques communes affectées dans le cerveau antérieur et 
le placenta et résumé de leurs fonctions. 
Gène  Localisation Fonction 
Cacng8 Promoteur-TSS Activité dans les canaux à calcium voltage-
dépendant 
Csrp2 Intron Régulation de processus reliés au 
développement et à la différenciation cellulaire 
Dclk2 Intron Organisation de l’hippocampe 
Dnmt3a Exon Méthylation de novo de l'ADN 
Gm15413 Intron Gène prédit. Fonction inconnue 
Helb Exon Hélicase nécessaire pour la réplication de 
l'ADN 
Lrfn4 Exon Transmission synaptique 
Pdcd5 Exon Régulation de l’acétyltransférase KAT5 
Plec Exon Rôle crucial dans le maintien de l'intégrité des 
tissus 





5.7 Différence spécifique au sexe dans les profils de méthylation de 
cerveaux antérieurs et placentas exposés à l’alcool 
 
Les garçons sont reconnus pour être plus susceptibles de développer certains types de 
troubles neurodéveloppementaux (240-246). Cependant, très peu de modèles d’alcoolémie 
fœtale discriminent les filles et les garçons lors de leurs études. Étant donné que certaines 
perturbations épigénétiques entraînent des conséquences différentes chez les tissus mâles et 
femelles (95, 247), nous étions particulièrement intéressés à déterminer si notre modèle 
entrainait des dérégulations spécifiques pour chaque sexe. Nous avons ainsi procédé à l’analyse 
des profils de méthylation en séparant les embryons mâles et femelles. Cette analyse comparait 
donc la méthylation des embryons exposés à l’alcool d’un sexe seulement par rapport à la 
méthylation des embryons contrôles du même sexe. Étonnamment, nous obtenons des profils 
généraux de dérégulations divergents pour chacun des sexes. 
Pour le cerveau antérieur, les mâles semblent beaucoup plus affectés que les femelles 
avec environ trois fois plus de régions affectées (1677 DMTs pour les mâles et 417 DMTs pour 
les femelles). Par contre, pour les deux sexes, il s’agissait majoritairement de DMTs 
hyperméthylés par rapport au contrôle. Ces différences peuvent être visualisées à la Figure 27. 
Pour le placenta, ce sont les femelles qui sont plus affectées au niveau du nombre de DMTs, 
avec environ deux fois plus de régions de méthylation altérées que les mâles (1585 DMTs pour 
les mâles et 3292 DMTs pour les femelles). Étonnamment, nous avons aussi observé une 
différence dans la nature des DMTs. En effet, les DMTs des embryons femelles étaient 
majoritairement hypométhylées alors que ceux des embryons mâles étaient hyperméthylés par 
rapport aux embryons contrôles de même sexe (Figure 27). Malgré ces divergences dans les 
profils de méthylation, l’analyse d’ontologie pour les deux sexes séparés montre que des voies 





Figure 27. Différences dans les profils de méthylation entre les mâles et les femelles 
embryons exposés à l’alcool pendant la préimplantation. A. Régions hyperméthylées 
et hypométhylées du cerveau antérieur lors de l’analyse des mâles et des femelles 
séparément B. Régions hyperméthylées et hypométhylées du placenta lors de l’analyse 
des mâles et des femelles séparément. Mâle Ctrl = 4 ; Femelle Ctrl = 4 ; Mâle EtOH n = 
6 ; Femelle EtOH n = 6. C. Fold change de l’expression génique entre les échantillons de 
cerveaux EtOH et contrôle séparément pour les mâles et les femelles (Mâle Ctrl = 6 ; 
Femelle Ctrl = 5 ; Mâle EtOH n = 10 ; Femelle EtOH n =10).  
Puisque nous avons observé beaucoup de différences dans les DMTs de l’analyse en 
séparant les mâles et les femelles, nous avons aussi fait une comparaison des régions communes 
entre le placenta et le cerveau comme nous avions fait avec les DMTs de tous les échantillons, 
mais cette fois en utilisant les régions différentiellement méthylées obtenues par l’analyse en 
séparant les sexes. Plusieurs régions additionnelles se retrouvent dans les listes mâles ou 
femelles qui ne faisaient pas partie des régions obtenues lors de l’analyse avec les deux sexes 
combinés. Chez les mâles, 21 régions communes supplémentaires dont 13 dans des régions 
géniques ressortent de cette analyse (Tableau XII. Certaines de ces régions sont situées dans des 
gènes intéressants, comme les gènes à empreinte Grb10 (région de contrôle de l’empreinte) et 
Ntm ou le gène Cdh4 qui joue un rôle crucial dans la segmentation du cerveau et la croissance 
neuronale pendant le développement embryonnaire. Du côté des femelles, 16 régions communes 
supplémentaires affectées dans le placenta et le cerveau antérieur dont 6 dans des régions 
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géniques ont été trouvées (Tableau XIII. Ces régions semblent particulièrement impliquées dans 
la formation du cytosquelette (Kank1 et Peak1) et dans les récepteurs olfactifs (Olfr70). 
 
Tableau XII.Régions géniques affectées dans le cerveau antérieur et le placenta des 
embryons mâles.  
Nom du gène  Localisation Résumé de leur fonction 
Bcl11b Intron 
Régulation négative de la transcription, remodelage du 
nucléosome 
Cdh4 Intron Segmentation du cerveau et croissance neuronale 
Gm10814 Intron Non caractérisé 
Grb10 Intron Gène à empreinte, récepteur à facteur de croissance 
Kcnk18 Intron Maintenance du potentiel d'action (contraction musculaire) 
Kprp Exon Différentiation des kératinocytes 
Mir7237 Intron Non caractérisé 
Ntm Intron Croissance et adhésion des neurites 
Procr Exon Coagulation du sang 
Rsad1 Exon Réaction d'oxydation 
Tshr Intron Métabolisme thyroïdien cellulaire 
Ugcg Intron Biosynthèse des glycosphingolipides  
Wbscr17 Intron Trafic membranaire 
 
 
Tableau XIII.Régions géniques affectées dans le cerveau antérieur et le placenta des 
embryons femelles.  
Nom du gène  Localisation Résumé de leur fonction 
Ankrd9 Exon Modification post-traductionnelle des protéines 
Gatsl2 Intron 
Régulation négative de la voie de signalisation 
TORC1 
Kank1 Intron Formation du cytosquelette 
Olfr70 Exon Récepteur olfactif 
Peak1 Intron 
Formation du cytosquelette et élongation de 
l'adhésion focale 
Zfp982 Intron 





Finalement, à la suite de ces informations, nous avons refait une analyse de nos résultats 
d’expression génique (Figures 20 - 22), mais cette fois en analysant séparément les résultats 
provenant des mâles et femelles. Les cerveaux antérieurs des échantillons mâles ont une 
expression relative aux contrôles plus faibles et donc un fold change, c’est-à-dire une variation 
par rapport aux échantillons contrôles plus grand, que ce que l’on observe chez les femelles 
(Figure 27). En corrélation avec ce qui est observé pour la méthylation, les embryons mâles sont 
plus affectés que les embryons femelles avec une réduction de l’expression génique plus 
importante.  
Ces résultats montrent clairement que les placentas et embryons mâles et femelles ne 
répondent pas de la même façon à une exposition prénatale à l’alcool pendant la préimplantation. 
Plusieurs éléments qui seront évalués pendant la suite du projet permettront d’en découvrir 




Pour cette étude, nous avons développé un modèle murin simulant une exposition 
prénatale de type binge pendant la préimplantation, soit au tout début de la grossesse. 
Considérant l’augmentation du taux de consommation excessive d’alcool (binge) chez les 
femmes et le taux alarmant de grossesses non planifiées (213, 217), il est primordial d’évaluer 
les conséquences à long terme pour l’enfant exposé et les mécanismes derrière ce type 
d’exposition. Notre étude démontre qu’une telle exposition augmente le taux d’anomalies 
morphologiques chez les embryons à mi-gestation et en fin de gestation. Par la suite, nous avons 
démontré que cette exposition induisait la dérégulation des profils de méthylation d’ADN chez 
l’embryon (cerveau antérieur) et le placenta à mi-gestation dans des régions et voies 
métaboliques cruciales pour le développement embryonnaire et du système nerveux. Nos 
résultats démontrent qu’une consommation d’alcool maternelle pendant la mise en place du 




6.1 Évolution des anomalies morphologiques entre E10.5 et E18.5 
 
Plusieurs anomalies morphologiques détectées à mi-gestation sont toujours présentes 
chez les embryons au stade E18.5, suggérant que ces anomalies seront aussi présentes à la 
naissance. Ceci est aussi observé par divers modèles d’exposition où, suivant une exposition 
prénatale à l’alcool à un stade varié, des embryons en fin de gestation ou à la naissance 
présentent des anomalies morphologiques similaires à ce que nous observons. Cela corrèle aussi 
avec les défauts craniofaciaux et autres phénotypes morphologiques des enfants atteints du 
TSAF (248-250). 
Nous observons une légère baisse du pourcentage d’embryons présentant une anomalie 
morphologique entre le stade E10.5 et E18.5 (27.83% à E10.5 contre 19.05% à E18.5). Bien 
que statistiquement non significative, nous observons une légère baisse dans le nombre 
d’embryons vivants par mère entre E10.5 et E18.5 (moyenne de 7.5 embryons par portée à E10.5 
et 6 embryons à E18.5). Il est ainsi possible que certains embryons gravement atteints 
morphologiquement meurent en cours de gestation ce qui fait baisser le pourcentage 
d’anomalies visibles à E18.5. Il est aussi possible que certaines anomalies de développement 
soient peu à peu corrigées au cours du développement et donc moins importantes à la fin de la 
gestation. Notons par exemple, l’augmentation significative de la hauteur de la tête des 
embryons exposés à l’alcool à mi-gestation, alors qu’en fin de gestation, aucune différence 
significative n’est observée entre les deux conditions (voir Tableaux VI et VIII). Ces résultats 
sont similaires aux effets compensatoires observés par Padmanabhan et al., dans leur modèle 
d’exposition préimplantatoire (212). Certains défauts observés à E10.5 sont aussi impossibles à 
visualiser à E18.5 en raison du niveau de développement et de la complexité des différentes 
structures. Par exemple, la peau et l’organisation des nombreux organes à E18.5 nous empêchent 
d’avoir une vue d’ensemble de l’embryon comme c’est le cas à E10.5 où le développement est 
encore à un stade relativement simpliste. Pour cette raison, les études histologiques seront 
particulièrement importantes à E18.5 afin d’identifier certaines anomalies qui pourraient ne pas 
avoir été perçues lors de la dissection. Le modèle le plus similaire au nôtre, celui de Haycock et 
Ramsay (160), a étudié les poids des embryons et placentas à E10.5 lors des dissections, mais 
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n’a pris aucune mesure de taille. Malgré des analyses divergentes (puisque nous n’avons pas 
pesé les embryons au stade E10.5), nous observons de fortes similitudes entre nos conclusions 
et leurs observations. Grâce à notre méthode d’évaluation et à notre prise de mesures précises 
au microscope, nous avons pu établir qu’une exposition prénatale à l’alcool à un stade bien 
précis de la préimplantation entraine des anomalies cérébrales et placentaires en plus d’entrainer 
des divergences dans la croissance embryonnaire.  
Contrairement à ce qui a précédemment été observé dans la littérature avec des modèles 
d’alcoolémie fœtale à des stades plus tardifs du développement, les embryons à mi-gestion 
exposés à l’éthanol sont plus grands et ont une tête et un cerveau légèrement plus grand que les 
embryons contrôles. Ces observations nous rappellent celles faites avec d’autres modèles visant 
la période de préimplantation. Par exemple, des anomalies comme le « Syndrome du gros 
veau », où l’embryon bovin soumis à différentes perturbations (e.g., méthodes de fertilisation in 
vitro, clonage par transfert nucléaire, ou diète maternelle particulière) pendant la 
préimplantation donne un veau plus gros que la normale (251, 252). Des anomalies 
épigénétiques ont aussi été associées à ce syndrome. Plusieurs études ont démontré que les 
animaux issus de clonage et souffrants du Syndrôme du gros veau ont des dérégulations de 
méthylation d’ADN et d’expression des gènes Igf2 et causent aussi certaines dérégulations 
morphologiques. Certaines anomalies observées dans notre modèle pourraient donc être 
spécifiques au stade où notre modèle expose l’embryon à l’alcool puisque nous causons une 
perturbation directement H19 (108, 253, 254). Certaines régions de contrôle de l’empreinte 
montraient d’ailleurs des dérégulations dans notre modèle (Grb10 et Zrsr1 dans le cerveau 
antérieur et Mest dans le placenta). En plus d’induire différents troubles 
neurodéveloppementaux, les maladies causées par une perte de l’empreinte, telles Prader-Willi 
ou Beckwith-Wiedemann, causent aussi de légères anomalies morphologiques similaires à nos 
résultats d’analyse morphologique. La méthylation spécifiquement sur les régions de contrôle 





6.2 Impacts de l’exposition prénatale précoce sur l’expression 
génique 
 
Notre expérience préliminaire évaluant les profils d’expression de 12 gènes cruciaux 
pour le développement embryonnaire, le système nerveux ou les modifications épigénétiques a 
permis d’obtenir un aperçu de l’impact de notre exposition sur les profils transcriptionnels. 
L’expression de 11 de ces gènes provenant de résultats d’études utilisant différents modèles 
d’exposition à l’alcool était en effet diminuée dans notre modèle d’exposition à l’alcool pendant 
la préimplantation, et ce, même s’ils provenaient de modèles d’exposition totalement différents. 
Par exemple, pour certains de ces gènes (Dnmt1, Eed, Ezh2 et Ehmt2), une dérégulation similaire 
a pu être observée lors d’une exposition de type binge dans un modèle de cellules souches 
neurales (163, 185). Plusieurs études ont démontré que des conséquences importantes sont 
associées à une baisse ou une perte d’expression en début de développement de ces différents 
gènes. Par exemple, il a été démontré qu’une perte transitoire de Dnmt1 dans un modèle de 
cellule souche embryonnaire entraîne des conséquences sur la méthylation de certains gènes qui 
perdureront même après un rétablissement de l’expression normale du gène (32). Pour l’instant, 
aucun autre modèle d’exposition à l’alcool ayant étudié l’expression génique n’a démontré de 
changement spécifique à ces gènes. Cependant, l’exposition à l’alcool pour ces différents 
modèles se fait beaucoup plus tardivement au cours de la gestation, ce qui pourrait suggérer que 
les altérations que nous observons sont caractéristiques à une exposition précoce à l’alcool ou 
bien au cerveau antérieur. Il reste maintenant à déterminer si notre exposition a causé des 
changements dans le mécanisme de régulation de ces gènes, ce qui pourrait causer une altération 
à long terme du niveau protéique de ces gènes. Le fait qu’une exposition prénatale à l’alcool 
pendant la préimplantation affecte directement l’expression de gènes cruciaux pour le 
développement, le système nerveux et les processus épigénétiques dans le cerveau pourrait avoir 
des conséquences durables pour l’enfant et être impliqué dans le développement et le 




6.3 Caractérisation des régions atteintes et impact possible de ces 
changements sur le développement du système nerveux 
 
L’établissement du programme épigénétique embryonnaire est une étape cruciale du 
développement. Plusieurs facteurs perturbant cette période, comme une absence de la 
maintenance de la méthylation de l’ADN par un knock out complet Dnmt1 ou ses isoformes 
entraînent la mort embryonnaire tôt dans le développement (41, 42). L’alcool est bien connu 
pour inhiber différents mécanismes reliés à la méthylation d’ADN. En visant directement la 
période de reprogrammation épigénétique qui commence en début de grossesse, nous cherchons 
précisément à connaitre l’impact de l’exposition sur les mécanismes reliés à la méthylation 
d’ADN. Puisque nos embryons sont viables, notre exposition à l’alcool n’induit donc pas une 
inhibition complète des Dnmts et du maintien de la méthylation, mais semble plutôt causer des 
dérégulations dans les processus de reprogrammation et de maintien de la méthylation. Ces 
dérégulations se traduisent par des altérations des profils normaux de méthylation d’ADN qui 
sont visibles autant dans le génome embryonnaire qu’extra-embryonnaire. Nos résultats 
démontrent ainsi qu’une perturbation provenant de l’environnement maternel pendant la 
reprogrammation embryonnaire et épigénétique peut entrainer des dérégulations qui seront 
perceptibles plus tard dans le développement. Bien que ponctuelles et répandues à travers le 
génome, les analyses de méthylation d’ADN montrent bien l’impact possible de ces 
dérégulations sur le développement de phénotypes et troubles variées. 
Les dérégulations de méthylation observées dans le placenta concordent bien avec notre 
hypothèse de départ : une perturbation épigénétique au stade 8-cellules entrainera des anomalies 
des profils de méthylation d’ADN qui seront visibles dans les tissus embryonnaires et extra-
embryonnaires dérivant tous deux des huit cellules ayant subi la perturbation. Ceci corrèle avec 
les travaux de Haycock qui, après une exposition à l’alcool pendant la préimplantation, avait 
observé des profils altérés de la méthylation sur certains CpGs du gène H19 dans le placenta 
(160). Une technique alternative, le pyroséquençage (255, 256), sera d’ailleurs utilisée afin 
d’obtenir les pourcentages de méthylation précis de ces CpGs spécifiques dans les cerveaux 
antérieurs et les placentas afin de pouvoir comparer de façon plus précise les résultats entre nos 
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modèles similaires. Les régions dont la méthylation est altérée autant dans le cerveau antérieur 
que dans le placenta semblent montrer que certaines régions du génome sont particulièrement 
sensibles et que les dérégulations persistent à travers les différentiations en type cellulaire varié.  
Bien que pour les deux tissus, près de la moitié des régions différentiellement méthylées 
sont intergéniques et loin des promoteurs riches en CpGs, elles ne sont pas pour le moins non 
importantes. Ces régions sont en fait très riches en éléments répétés qui ont un rôle clé dans la 
stabilité du génome et des chromosomes lors de la réplication. Les régions intergéniques 
contiennent aussi beaucoup d’enhancers, qui sont en fait des régulateurs distaux des promoteurs 
et donc peuvent avoir un impact important sur l’expression génique. Le silençage de certains 
éléments répétés, tel que LINE1 trop tôt dans le développement entraine un remodelage de la 
chromatine à l’état de répression qui empêche la transcription de certains gènes cruciaux. Au 
contraire, une suractivation de ces mêmes éléments empêche le remodelage graduel de la 
chromatine qui se produit pendant le développement et qui permet de réprimer des gènes 
devenus non nécessaires (257). L’activation de rétrotransposons et d’éléments répétés est aussi 
associée à de nombreux types de cancers (258-260). L’établissement des profils de méthylation 
adéquats et donc critiques pour ces régions et des dérégulations peut aussi mener à des 
problèmes de développement. 
L’analyse d’ontologie génique réalisée à partir des régions géniques différentiellement 
méthylées, autant pour le cerveau antérieur que pour le placenta, démontre bien l’impact que les 
changements de méthylation pourraient avoir dans différentes voies métaboliques de 
l’embryogenèse, de la morphogénèse et de la régulation du système nerveux. Ces résultats sont 
très significatifs pour nous puisqu’ils sont en lien étroit avec les défauts de croissance et les 
troubles neurodéveloppementaux que nous retrouvons chez les enfants atteints du TSAF. Ils 
corrèlent aussi avec plusieurs anomalies morphologiques, entre autres, un retard de croissance 
important et des déformations cérébrales observées chez nos échantillons. Les voies 
métaboliques atteintes corrèlent aussi avec certains modèles d’alcoolémie fœtale. Par exemple, 
Chater-Diehl et al. ont démontré des changements de méthylation dans des voies reliées à la 
croissance et la différenciation cellulaire chez des souris adultes après une exposition prénatale 
à l’alcool pendant l’équivalent du premier trimestre humain (176). Un modèle d’exposition à 
l’alcool d’embryons en culture a aussi démontré des modifications des profils de méthylation 
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d’ADN dans des gènes reliés à la morphogénèse des neurones, au développement neural et au 
remodelage de la chromatine (261). De façon individuelle, certains gènes affectés ont aussi des 
rôles spécifiques très importants. Par exemple, le rôle essentiel de Dnmt3a dans l’apprentissage 
et le développement de la mémoire a récemment été démontré et une perte de ce gène peut donc 
créer des problèmes cognitifs importants (262). Bien que provenant de modèles d’étude et 
d’exposition variés, ces résultats montrent bien l’impact de la méthylation de l’ADN sur les 
processus reliés au développement et au système nerveux.  
Le placenta est connu pour jouer un rôle important dans le développement de troubles 
neurodéveloppementaux (TND) lorsque des perturbations, comme le stress, altèrent le 
fonctionnement placentaire (263) ou dans des pathologies gestationnelles comme la 
prééclampsie. Les dérégulations observées pourraient donc avoir un impact direct dans les 
pathologies développées par les enfants TSAF. Des études supplémentaires pour évaluer 
comment les fonctions normales du placenta sont affectées par les altérations des profils 
normaux de la méthylation pourraient donc nous en apprendre davantage sur son rôle dans le 
TSAF. Avec des DMTs affectant les voies de diverses fonctions du système nerveux, comme la 
transmission et le signalement synaptique ou la différenciation des neurones, le rôle du placenta 
dans le développement des TNDs est indéniable. Un mécanisme combinant des effets 
épigénétiques du placenta et du cerveau pourrait bien expliquer certains troubles 
neurodéveloppementaux présents chez les enfants TSAF.   
Bien que le lien et mécanisme exact derrière les dérégulations épigénétiques initiées en 
début de grossesse par une exposition à l’alcool et le développement de troubles 
neurodéveloppementaux chez l’enfant doit être plus profondément investigué, nos résultats 
démontrent clairement l’impact possible des modifications des profils de méthylation d’ADN 




6.4 Le placenta comme indicateur du facteur de risque de 
développement d’un TND relié à une exposition prénatale à 
l’alcool 
 
Les résultats de méthylation obtenus des placentas suivant l’exposition à l’alcool pendant 
la préimplantation nous amènent à penser à un nouveau rôle pour le placenta : celui de 
biomarqueurs afin de déterminer si le jeune embryon a été exposé à l’alcool pendant la 
grossesse. Jusqu’à présent, la recherche de biomarqueurs épigénétiques pour le TSAF est surtout 
réalisée sur des cellules épithéliales buccales, entre autres, avec les études récentes de Laufer et 
al. (145) et Portales-Casamar et al. (146) discuté à la section 1.3.2. Pour l’instant, ces études 
réalisées sur des enfants déjà diagnostiqués montrent beaucoup de variabilité dans les résultats. 
Ceci s’explique, entre autres, par les différents modes et milieux de vie des enfants ainsi que 
l’âge variable à laquelle les enfants ont été testés. Les cellules épithéliales buccales utilisées ont 
aussi subi de nombreuses différenciations et des renouvellements au cours des années de vie de 
l’enfant depuis l’exposition initiale ce qui fait que la méthylation de ces cellules particulières 
n’est pas nécessairement un bon indicateur des dérégulations produites au cerveau pendant le 
développement embryonnaire. 
 
Utiliser le placenta comme marqueurs moléculaires du TSAF dès la naissance 
entrainerait une énorme avancée dans le domaine. Étant donné que les cellules du placenta sont 
composées d’un nombre limité de types cellulaires provenant du trophectoderme, les profils de 
méthylation de ce tissu sont très pertinents pour comprendre et indiquer ce qui s’est produit au 
début du développement embryonnaire lors de notre exposition à l’alcool. Pour l’instant, aucun 
modèle d’exposition à l’alcool où l’exposition est faite plus tard dans le développement, alors 
que le placenta est déjà formé, n’a établi les profils de méthylation des placentas. Il serait 
intéressant de vérifier si les dérégulations de méthylation obtenues avec notre modèle sont 
spécifiques à une exposition durant la préimplantation ou si certaines dérégulations seront 
présentes dans le placenta, peu importe le stade d’exposition. 
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Le placenta permettrait un test non invasif dès la naissance avec une grande quantité 
d’ADN disponible pour analyse. Des régions spécifiques et robustes où la méthylation d’ADN 
est particulièrement affectée pourraient ainsi être ciblées pour l’analyse. Cet outil de diagnostic 
ou du moins, ce prédicteur de risque de développement d’un phénotype TSAF, permettrait 
d’obtenir un diagnostic précoce du TSAF et ainsi un meilleur suivi de l’état de l’enfant et une 
prise en charge rapide et efficace. Les enfants pourraient, entre autres, être placés dans des 
programmes spécialisés afin de les aider à réduire l’impact de leurs symptômes sur leur 
comportement et apprentissage et ainsi mieux s’adapter dans leur milieu scolaire et personnel 
(143, 144). À long terme, ces programmes permettraient une nette amélioration de leur qualité 
de vie. Les altérations des profils de méthylation à travers le génome des tissus extra-
embryonnaires à la suite d’une exposition à l’alcool pendant la préimplantation apportent une 
vision nouvelle des conséquences de l’alcoolémie fœtale et apportent aussi des connaissances 
qui pourraient mener au développement de nouveaux outils diagnostiques. Ces outils pourraient 
améliorer grandement le futur des enfants atteints de TSAF. 
 
6.5 Altérations spécifiques au sexe des profils de méthylation 
d’ADN  
 
Les différences que nous observons au niveau des profils de méthylation et d’expression 
entre les mâles et les femelles sont très intéressantes et constituent en fait une découverte 
majeure de notre recherche. En effets, nos résultats montrent que les embryons mâles ont un 
plus grand nombre de régions où la méthylation est altérée dans le cerveau antérieur que les 
embryons femelles. Pour ce tissu, les régions altérées pour les deux sexes étaient 
majoritairement hyperméthylées, c’est-à-dire que les cerveaux antérieurs des embryons à mi-
gestation exposés à l’alcool semblent gagner de la méthylation suite à l’exposition. L’expression 
génique des gènes évalués préliminairement était d’ailleurs plus diminuée chez les cerveaux 
antérieurs mâles que femelles. Les femelles sont, pour leur part, plus fortement affectées au 
niveau du placenta, où elles montrent plus du double de régions altérées que les placentas mâles. 
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Des profils divergents très intéressants sont d’ailleurs observés pour le placenta où les femelles 
ont majoritairement des régions où la méthylation a diminué alors que les mâles montrent 
majoritairement de l’hyperméthylation, tout comme pour le cerveau antérieur. Ces différences 
n’ont d’ailleurs aucun lien avec le chromosome X puisqu’une analyse en excluant les 
chromosomes X et Y donne des résultats avec des variations entre les mâles et les femelles 
identiques (analyses non incluses dans ce mémoire). 
Les études utilisant les modèles animaux évaluant l’impact d’une exposition prénatale à 
l’alcool distinctement sur les embryons mâles et femelles sont, pour l’instant, très rares. 
Quelques études avec des expositions variées ont, par exemple, démontré une réduction du 
volume cérébral dépendante du sexe dans un modèle de rat d’exposition prénatale chronique à 
l’alcool (264). Un modèle murin d’exposition prénatale chronique a aussi observé des altérations 
dans les fonctions exécutives de la souris à l’âge adulte variable selon le sexe (265). Par contre, 
aucune observation n’a été faite concernant les différences épigénétiques spécifiques au sexe 
reliées à l’exposition prénatale à l’alcool.  
Du côté humain, aucune discrimination n’est faite lorsque les phénotypes sont décrits ou 
lors des études de prévalence. Quelques études sur des sujets diagnostiqués avec un TSAF ont 
toutefois été réalisées et ont montré des différences reliées, entre autres, aux réponses à des 
stimuli auditifs (266) et aux mouvements des yeux (267), deux indicateurs du fonctionnement 
cérébral. De façon générale et sans lien avec l’alcool, les garçons sont aussi connus pour être 
quatre à huit fois plus susceptibles d’être atteints d’un trouble neurodéveloppemental, 
notamment un trouble du spectre de l'autisme, un trouble du déficit de l’attention et de 
l’hyperactivité (TDAH) ou de la schizophrénie précoce (240-246). Le mécanisme et 
l’explication concrète derrière les différences que nous observons sont donc pour l’instant 
inconnus. Étant donné que nous effectuons notre exposition durant la reprogrammation 
épigénétique, il est possible que la perturbation de certains mécanismes entraine des 
dérégulations variables selon le sexe de l’embryon.  
Au niveau du placenta, la méthylation des femelles est aussi affectée dans un modèle de 
perturbation de Dnmt1o par knock out précisément au stade huit cellules (95). Le fait que notre 
exposition à l’alcool soit directement à ce stade semble donc jouer un rôle important dans les 
profils de méthylation divergents entre les mâles et les femelles. Ceci renforce le fait que la 
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période préimplantatoire, spécialement le stade 8-cellules, est une période cruciale pour le 
développement embryonnaire. Les conséquences et mécanismes expliquant ces dérèglements 
doivent cependant être mieux étudiés. Quelques modèles étudiant l’impact du stress prénatal tôt 
pendant la grossesse sur le placenta observent aussi des particularités spécifiques au sexe 
intéressantes. Dans un premier modèle, il a été démontré que le placenta des embryons femelles 
exposés au stress a un niveau d’expression de plusieurs gènes supérieure à celui des mâles. Cela 
pourrait d’ailleurs concorder avec l’hypométhylation globale des placentas femelles dans notre 
modèle d’exposition à l’alcool. Une expression réduite du gène Ogt en particulier entrainerait 
des dysfonctions placentaires chez les mâles affectant leur développement cérébral alors que les 
femelles sont très peu ou pas affectées. (268-272). Plus en lien avec l’épigénétique, un autre 
modèle a démontré une réduction de l’expression de 11B-HSD2 dans les placentas d’embryon 
femelles qui serait associée à une augmentation de la méthylation du promoteur de ce gène ainsi 
qu’à une augmentation de l’expression de Dnmt3a (273, 274). La méthylation de Dnmt3a était 
d’ailleurs affectée dans notre modèle. Bien que totalement différentes de notre modèle 
d’exposition prénatale à l’alcool, ces études démontrent bien que des différences phénotypiques 
et moléculaires peuvent subvenir après une perturbation provenant de l’environnement maternel 
tôt dans la gestation. Les gènes identifiés dans ces exemples d’études, Ogt et 11B-HSD2 ne sont 
malheureusement pas analysés par le RRBS en raison d’une couverture de séquençage trop 
faible pour être significative dans notre modèle d’analyse bio-informatique. Nous allons ainsi 
utiliser le pyroséquençage afin d’obtenir de façon quantitative les pourcentages de méthylation 
des CpGs associés avec la régulation d’expression de ces régions. 
 
6.6 Limitations de l’étude  
 
Une des limitations de cette étude est associée avec une exposition de type binge 
précisément au stade 8-cellules. Nous ne pouvons pas conclure, pour l'instant, que cette 
exposition reflète ce qui se passerait si la perturbation était produite à un autre stade 
embryonnaire dans la période de reprogrammation épigénétique. Il serait intéressant de 
déterminer si des résultats similaires seraient obtenus avec d’autres modèles d’exposition 
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strictement pendant la préimplantation. Par exemple, est-ce que des profils de méthylation 
semblables seraient obtenus si nous procédions à une exposition de type binge au stade 2-
cellules ou encore si nous procédions à une exposition chronique à partir de la fertilisation 
jusqu’au stade 8 ou 16-cellules avec une faible dose d’alcool? Plus encore, est-ce que les 
différences marquantes entre les tissus mâles et femelles que nous avons observées seraient aussi 
présentes si notre perturbation est faite avant le stade 8-cellules? Investiguer différents types 
d’exposition toujours pendant la préimplantation et le remodelage épigénétique serait donc 
particulièrement intéressant afin de bien comprendre les mécanismes et conséquences derrière 
une exposition à l’alcool en tout début de grossesse.  
Une autre limitation est associée avec la méthode que nous utilisons pour quantifier la 
méthylation, le RRBS. Même si cette dernière permet d’obtenir une vision d’ensemble des 
profils de méthylation à travers le génome en offrant la quantification précise d’environ 2 
millions de CpGs, nous ne pouvons pas savoir à quel point le reste du génome, non couvert, est 
perturbé par notre exposition à l’alcool. Une technique comme le Whole Genome Bisulfite 
Sequencing (WGBS) où le génome entier est séquencé pourrait pallier à cette limite. Cependant, 
le prix associé à cette méthode est, pour l’instant, beaucoup trop élevé pour justifier son 
utilisation. De plus, les méthodes basées sur la conversion bisulfite standard ne permettent pas 
de discriminer l’ADN méthylé et l’ADN hydroxyméthylé (5mC vs 5hmC). La 5hmC représente 
en fait moins de 1% des cytosines (275, 276). Lorsque nous en saurons plus sur l’impact et rôle 
du 5hmC, particulièrement au niveau du cerveau, il deviendra peut-être alors nécessaire, dans 
la suite de ce projet, d’utiliser des méthodes additionnelles pour faire la distinction entre ces 
deux modifications à des endroits d’intérêts. Les méthodes permettant de discriminer les deux 
modifications incluent des techniques tels que le Tet-Assisted Bisulfite Sequencing (Tab-Seq) 
(277) ou encore le oxBS-Seq qui inclut l’addition d’un traitement oxydatif à la méthode de 







Plusieurs travaux restent à faire dans le but de mieux comprendre les mécanismes 
épigénétiques dérégulés par une exposition prénatale à l’alcool de type binge pendant la 
préimplantation et leurs impacts sur les structures et le fonctionnement cellulaire.  
Plusieurs autres stades embryonnaires devront être étudiés afin d’établir clairement la 
chronologie des dérégulations épigénétiques de son origine jusqu’à la vie adulte. Concrètement, 
nous voulons déterminer comment le dérèglement initié au stade 8-cellules est perpétué à travers 
le développement et jusqu’à la vie adulte et quels sont les mécanismes derrière l’établissement 
de ces dérégulations. L’évaluation des profils de méthylation sur les embryons au stade E18.5 
permettra ainsi de déterminer l’évolution des dérèglements épigénétiques entre la mi-gestation 
et la fin de celle-ci. Nous voulons aussi savoir si certains types cellulaires spécifiques sont 
atteints par notre exposition à l’alcool. Nous étudierons particulièrement l’expression génique 
au niveau cellulaire (single-cell) par Drop-Seq afin de déterminer si l’atteinte de certains types 
cellulaires du cerveau pourrait expliquer certains phénotypes neurodéveloppementaux des 
enfants atteints de TSAF. Comme mentionné précédemment, nous allons aussi procéder à des 
analyses histologiques sur les tissus à différents stades. Ces études histologiques seront aussi un 
élément crucial afin de déterminer si certains types cellulaires du cerveau sont particulièrement 
affectés par l’exposition à l’alcool ou si, par exemple, l’exposition entraine une augmentation 
de l’apoptose cellulaire. Des marqueurs, tels que Gfap (astrocytes), Iba-1 (microglia), Tuj-1 
(neurones), Gad65 (neurones inhibiteurs), CaMKII-α (neurones activateurs), c-Cas-3 (apoptose) 
et γ-H2AX (dommage à l’ADN), seront utilisés afin d’avoir une vision globale des conséquences 
cellulaires au niveau du cerveau en plus des conséquences épigénétiques. Le placenta sera aussi 
étudié avec des marqueurs, tels que la lectine (vascularisation), CD45 (cellules du villus), 
cytokératine (trophoblastes), PPAR-γ (syncytiotrophoblastes) et CD68 (macrophages). Des 
colorations permettront aussi de visualiser les conséquences structurelles de l’exposition à 
l’alcool sur les différents tissus. Différents tests comportementaux (e.g., spontaneous open-field 
activity, elevated plus maze, T-maze, test des trois chambres) sont présentement en cours avec 
des souriceaux âgés de 40 jours afin de déterminer les impacts concrets de l’exposition à l’alcool 
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pendant la préimplantation sur les fonctions cérébrales de jeunes souris. Les résultats obtenus 
pourront aussi être comparés avec ceux d’un modèle similaires d’exposition de type binge à 
plusieurs stades plus tard dans la grossesse réalisé par Mantha et al. (191). 
Un autre volet de cette étude cherchera à déterminer s’il est possible de corriger en partie 
ou en totalité les dérégulations dans les profils de méthylation par la consommation d’une diète 
maternelle particulière. Une diète enrichie en folate ou en choline, par exemple, pourrait 
permettre de ré-établir les profils de méthylation normaux chez l’embryon. Plusieurs études 
montrent l’effet bénéfique de ces diètes afin d’atténuer les conséquences néfastes de l’exposition 
à l’alcool dans des modèles murins (révisé dans (279)). Une récente étude a aussi démontré une 
amélioration de la mémoire d’enfants atteints du TSAF qui consommaient une diète enrichie en 
choline (280). Il sera donc intéressant de voir l’impact d’une telle diète sur les profils de 
méthylation des embryons et des placentas exposés à l’alcool pendant la préimplantation. Les 
profils de méthylation du placenta pourraient d’ailleurs permettre un suivi du rétablissement des 
profils de méthylation du cerveau de l’embryon à la naissance. L’impact des diètes sur les 





En conclusion, ces résultats démontrent pour la première fois qu’une exposition 
prénatale à l’alcool à un stade précis de la période préimplantatoire entraîne des anomalies 
morphologiques et des dérégulations importantes des profils de méthylation d’ADN des 
cerveaux antérieurs et de placentas à mi-gestation. Les régions altérées dans chacun des tissus 
sont particulièrement impliquées dans les voies du développement embryonnaire et celle du 
fonctionnement et de la régulation du système nerveux, toutes deux grandement affectées chez 
les enfants atteints de TSAF. Des régions de contrôle de l’empreinte sont aussi affectées par 
l’exposition à l’alcool corrélant avec une perturbation de la reprogrammation épigénétique. 
L’ensemble de ces résultats suggère l’implication de processus et dérégulations épigénétiques 
dans les phénotypes associés avec une consommation excessive d’alcool pendant la période 
préimplantatoire. De plus, les dérégulations des profils de méthylation du placenta pourraient 
éventuellement servir au diagnostic moléculaire du TSAF, et ce, dès la naissance. Nos résultats 
démontrent aussi pour la première fois d’importantes différences relatives au sexe de l’embryon, 
autant au niveau de la méthylation de l’ADN que de l’expression génique en réponse à une 
exposition prénatale à l’alcool. Nos travaux démontrent donc que, même si l’embryon n’est pas 
encore attaché physiquement à la mère, une consommation d’alcool pendant la préimplantation 
entraine des dérèglements épigénétiques chez l’embryon qui perdurent pendant le 
développement. Finalement, l’ensemble des résultats actuels et futurs permettra assurément une 
meilleure compréhension des mécanismes épigénétiques derrière les conséquences délétères 
d’une exposition prénatale à l’alcool pendant la préimplantation en déterminant comment une 
perturbation dans la reprogrammation épigénétique peut ultimement mener à un dérèglement de 
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